JMJD6 participe au maintien de l'intégrité de l'ADN ribosomique en réponse au dommage à l'ADN by Fages, Jérémie
THÈSE
En vue de l’obtention du
DOCTORAT DE L’UNIVERSITÉ DE TOULOUSE
Délivré par l'Université Toulouse 3 - Paul Sabatier
 
Présentée et soutenue par
Jérémie FAGES
Le 17 avril 2020
JMJD6 participe au maintien de l'intégrité de l'ADN ribosomique
en réponse au dommage à l'ADN
Ecole doctorale : BSB - Biologie, Santé, Biotechnologies
Spécialité : BIOLOGIE CELLULAIRE 
Unité de recherche :





Mme Erika BRUNET, Rapporteure
Mme Sarah LAMBERT, Rapporteure
M. Eric JULIEN, Rapporteur
M. Pierre-Emmanuel Gleizes, Examinateur








1. Introduction……………………………………………………………………………………………….. p6 
 I. Dommages à l’ADN…………………………………………………………………………………… p6 
  a. Origine et type de dommage à l’ADN………………………………………………p6 
   i.Type de dommage à l’ADN………………………………………………… p6 
   ii. Origines endogènes…………………………………………………………. p7 
    1. Espèces réactives de l’oxygène………………………………… p7 
    2. Erreurs de réplication……………………………………………  … p8 
    3. Dommages provoqués par la transcription…………………..p9 
   iii. Origines exogènes…………………………………………………………….p9 
    1. Rayonnement ionisant…………………………………………p9 
    2. Autres stress environnementaux…………………………p10 
  b. Réponse aux dommages à l’ADN…………………………………………………p12 
   i. Voie dépendante de la DNA-PK……………………………………………p12 
   ii. Voie dépendante d’ATM…………………………………………………..p13 
   iii. Voie dépendante d’ATR……………………………………………………..p15 
c. Mécanisme de réparation des Cassures d’ADN double-brin………………p15 
 i. Jonctions des extrémités non homologues (NHEJ)……………..….p15 
 ii. NHEJ alternative……………………………………………………………….p16 
 iii. Recombinaison homologue (HR)…………………………………….p16 
 iv. Single strand annealing (SSA)…………………………………………p17 
 II. ADN ribosomique (ADNr)…………………………………………………………………..p18 
a. Le nucleoli……………………………………………………………………………..p18 
b. L’unité de l’ADNr………………………………………………………………………p20 
c. Dommage à l’ADNr……………………………………………………………………….p21 
i. Instabilité génétique de l’ADNr……………………………………………p21 
ii. Arrêt de la transcription…………………………………………………..p22 
iii. Formation des « nucleolar caps » ………………………………….p24 
 III. La chromatine…………………………………………………………………………………p27 
a. Définition………………………………………………………………………….p27 
b. Chromatine de l’ADNr………………………………………………………….p28 
c. Contrôle épigénétique de la réponse au dommage à l’ADN………..p29 
i. Relaxation de la chromatine………………………………………………p29 
ii. Plateforme de recrutement………………………………………………p30 
iii. Méthylation des histones……………………………………………p31 
 IV. Histone déméthylases………………………………………………………………….p32 
a. La famille des histones déméthylases………………………………….p32 
i. Amine oxydases dépendante du FAD…………………………….p32 
ii. Oxygénases dépendante du 2-oxoglutarate……………………..p33 
iii. Histone déméthylase et réparation de l’ADN……………………..p36 
  b. JMJD6………………………………………………………………………………………..p37 
   i. Découverte……………………………………………………………………..p37 
   ii. Activités enzymatiques………………………………………………..p38 
   iii. Fonctions…………………………………………………………………….p40 
1. Régulation transcriptionnelle et post-
transcriptionnelle……………………………………………..p40 
2. Réponse aux dommages à l’ADN………………………….p41 





 I. Introduction………………………………………..………………………………p43 
 II. Résultat……………………………………………………………………………p44 
 III. Manuscrit de l’article……………………………………….……………p44 
 IV. Résultats supplémentaires…………………………………..…………p88 
3. Discussions et perspectives………………………………………..……p92 
I.  Réponse aux dommages dans le nucléole…………………………..p92 
a. Contrôle de la transcription de l’ADN ribosomique en réponse aux 
dommages……………………………………..………………………….p93 
b. Formation des « nucleolar caps »…………………………..……p94 
II. Rôle de JMJD6 dans la SDA nucléoplasmique………………….……..p96 
 III. Activité enzymatique de JMJD6………………………………………..p97 
a. JMJD6 et l’activité tyrosine kinase………………………p97 
b. L’hydroxylation par JMJD6, une nouvelle PTM ?...p98 
 IV. JMJD6 et pathologies………………………………………………..p99 









L’ADN est continuellement endommagé par des agents exogènes et endogènes générant 
des dommages à l’ADN. Un défaut dans la prise en charge de ces dommages peut générer 
des mutations à l'origine de pathologies telle que le cancer.  Afin de maintenir l’intégrité 
du génome, les cellules ont mis en place des mécanismes de réparation qui se déroulent 
dans un contexte chromatinien. Celui-ci est façonné par de nombreuses modifications 
post-traductionnelles des histones qui sont régulées en réponse aux dommages à l’ADN 
pour permettre une réparation efficace. Parmi ces modifications, la méthylation des 
histones joue un rôle majeur. C'est une modification réversible et dynamique gérée par 
les histones méthyltransferases et les histones déméthylases. A l'aide d'un crible, nous 
avons identifié l’histone déméthylase JMJD6 dont la déplétion altère la réponse aux 
dommages à l’ADN et la survie cellulaire après irradiation. Nous observons que JMJD6 
est spécifiquement et rapidement recruté dans le nucléole lorsque les dommages sont 
produits dans cette structure. De plus, JMJD6 influence la relocalisation de l'ADN 
ribosomique en réponse aux dommages dans une structure nouvellement formée en 
périphérie du nucléole, le nucleolar cap, sans affecter l’arrêt de transcription de l’ADNr. 
La délocalisation dans les nucleolar caps serait impliquée dans la gestion de la 
réparation des dommages afin d’éviter les réarrangements recombinogènes nuisible 
pour la cellule. Or, la suppression de l’expression de JMJD6 cause davantage d’instabilité 
génétique de l’ADNr par perte ou réarrangement des unités de l’ADNr. Afin de 
comprendre les mécanismes sous-jacents au rôle de JMJD6 dans la réparation de l’ADNr, 
nous avons créé des lignées cellulaires génétiquement modifiées exprimant une forme 
étiquetée de JMJD6. Ces dernières nous ont permis d'identifier par des approches 
protéomiques les partenaires de JMJD6 en absence et en réponse aux dommages. Parmi 
ceux-ci, la protéine nucléolaire Treacle qui est impliquée dans le recrutement de NBS1, 
un acteur bien connu de la réponse aux dommages à l'ADN, dans le nucléole en réponse 
aux dommages. L’ensemble de mes travaux montre un découplage entre l’arrêt de 
transcription de l’ADNr et la formation du nucleolar cap suggérant l’existence 
d’évènements les liant auxquels JMJD6 pourrait être impliqué et ainsi favoriser le 





DNA is continuously damaged by exogenous and endogenous agents producing DNA 
damages. A defect in the management of this damage can lead to mutations that cause 
pathologies such as cancer.  In order to maintain the integrity of the genome, the cells 
have evolved repair mechanisms that take place in a chromatinian context. It is shaped 
by numerous post-translational histone modifications that are regulated in response to 
DNA damage to allow effective repair. Among these modifications, histone methylation 
plays a major role in DNA repair. It is a reversible and dynamic modification managed by 
methyltransferase histones and demethylase histones. Using a screen, we identified 
histone demethylase JMJD6 whose depletion alters DNA damage response and cell 
survival after irradiation. We observe that JMJD6 is specifically and rapidly recruited 
into the nucleolus upon damage induced in this structure. In addition, JMJD6 influences 
the relocation of ribosomal DNA in response to damage in a newly formed structure at 
the periphery of the nucleolus, the nucleolar cap, without affecting the transcription 
inhibition of rDNA. Relocation in nucleolar caps would be involved in the management 
of damage repair to avoid harmful recombinogenic rearrangements for the cell 
(translocation and chromosomal rearrangement). Relevantly, JMJD6 depletion causes 
more genetic instability of rDNA by loss or rearrangement of rDNA units. In order to 
understand the mechanisms underlying the role of JMJD6 in rDNA repair, we have 
created genetically modified cell lines expressing a tagged version of JMJD6. These have 
allowed us to identify JMJD6 partners through proteomic approaches in absence and in 
response to the damage. Among these, the nucleolar protein Treacle which is involved in 
the recruitment of NBS1, a well-known actor in the response to DNA damage, into the 
nucleolus in response to damage. All my work shows a decoupling between the 
inhibition of rDNA transcription and the formation of nucleolar cap suggesting the 
existence of signaling mechanism in which JMJD6 could be involved and thus promote 





Un organisme humain est constitué de dizaines de milliers de milliards de cellules qui 
sont les unités structurelles et fondamentales du vivant. L’expression de leur génome 
contrôlé dans l'espace et le temps définit leur type cellulaire et leurs fonctions associées. 
Cette chorégraphie est indispensable pour le développement et le fonctionnement d’un 
organisme et elle est régulée à la fois par leur génome (identique à toutes les cellules de 
l’organisme) et par leur épigénome (l’état de toutes les modifications épigénétiques du 
génome qui diffère selon le type cellulaire). Cependant, Les cellules de l'organisme 
subissent de perpétuelles agressions qui endommagent irréversiblement ou non leur 
ADN.  
I. Dommages à l’ADN 
a. Origine et type de dommage à l’ADN 
i. Type de dommage à l’ADN 
L’ADN subit de multiples types de dommages qui lorsqu’ils sont mal pris en charge 
peuvent induire de l’instabilité génétique et ainsi augmenter l’incidence d’apparition de 
pathologies telle que le cancer. Parmi ces dommages, on retrouve des modifications de 
bases (8-oxoguanine), des sites abasiques, des mésappariements (A-G, C-T), des 
insertions/délétions, des adduits encombrants gênant transcription et réplication, des 
cassures simple-brin, des cassures d’ADN double-brin (CDB). La réparation de ces 
différentes altérations est gérée par des mécanismes de réparation spécifiques à chaque 
catégorie de dommage (Figure 1). Dans certains cas, en réponse au dommage, un 
mécanisme de tolérance s’ajoute, il s’agit de la synthèse translésionnelle. Par exemple, 
les dimères de thymidine induits par la lumière ultraviolette qui bloquent les ADN 
polymérases conventionnelles sont franchis sans erreurs par l’ADN polymérase 
spécialisée η (êta). Celle-ci   incorpore 2 adénines sur le brin naissant en face du dimère 
et ainsi ne causant pas de mutation, mais la lésion perdure sur le brin copié. Cependant 
toutes les lésions ne sont pas tolérables, surtout les CDB qui sont les plus nocives pour la 
survie cellulaire. L’origine des lésions est multiple et elles peuvent être induites par des 










ii. Origines endogènes 
1. Espèces réactives de l’oxygène 
Les espèces réactives de l’oxygènes (ERO) sont une source non négligeable de dommage 
à l’ADN et probablement la source dominante de dommages endogènes. Les ERO sont 
issues de la réduction de l’oxygène et surviennent principalement au cours du 
métabolisme mitochondrial lors de la phosphorylation oxydative. Les ERO sont des 
espèces chimiques oxygénées comme des ions (Anion superoxyde O2−) ou des radicaux 
libres (Radical hydroxyle HO•) qui sont hautement réactifs. Une fois produite, les ERO 
Figure 1 : Les origines des différents types de dommages à l’ADN et leurs 
mécanismes de réparation 
Ce schéma synthétise l’ensemble des différents types de dommages pouvant 
affecter l’ADN, leurs causes potentielles et les mécanismes de réparation les 




diffusent dans l’ensemble de la cellule et causent de nombreuses altérations de l’ADN via 
leur oxydation. Notamment ces ERO peuvent réagir avec le 2-désoxyribose de l’ADN et 
ainsi provoquer potentiellement une perte de base ou une modification de base ou une 
cassure simple-brin (CSB) par rupture de la liaison phosphodiester. Cette rupture rompt 
la chaîne nucléotidique de l’ADN. Par ailleurs, lorsque 2 CSB se retrouvent à proximité 
sur les brins opposés, elles forment une lésion plus délétère pour la cellule, la CDB 
(Cadet and Wagner, 2014; Desouky et al., 2015). 
2. Erreurs de réplication 
Au cours de la réplication, 4.109 nucléotides devront être répliqués par les ADN 
polymérases qui commettent en moyenne 1 erreur tous les 106 à 1010 nucléotides 
répliqués par division cellulaire. Il y a donc au moins 1 mutation toutes les 3 divisions 
cellulaires (Loeb, 1991; Loeb and Monnat, 2008).  Cette fréquence de mutation ne 
comprend que les erreurs d’incorporations au cours de la synthèse alors que ce n’est pas 
le seul évènement délétère qui peut avoir lieu. En effet, des cassures d’ADN simple-brin 
et/ou double-brins peuvent être induites au cours de la réplication, notamment par 
l’action de la topoisomérase. C’est une endonucléase qui permet de relâcher la tension 
de la double hélice de l’ADN par clivage et re-ligation de celle-ci au cours de la 
réplication et de la transcription. Il existe 2 classes de topoisomérases départagées par 
leurs aptitudes à cliver transitoirement 1 ou 2 brins d’ADN (Bush et al., 2015). Les 
topoisomérases de classe I et de classe II induisent respectivement 1 CSB et 1 DSB.  
Toutefois, les lésions induites ne sont pas délétères puisque celles-ci sont rapidement 
re-liguer (Pommier et al., 2016; Stewart et al., 1998). Par contre, des contextes 
physiologiques ou des molécules pharmaceutiques favorisent la persistance de la 
cassure induite et engendrent une réponse aux dommages à l’ADN (Pommier et al., 
2016; Pourquier and Pommier, 2001). Par exemple, dans le cas de la topoisomérase I, la 
camptothécine  est un inhibiteur de la topoisomérase I qui mène à la prolongation de la 
CSB en inhibant la re-ligation (Hsiang et al., 1985, 1989; Pommier et al., 2016). Des 
contextes physiologiques comme la présence de sites abasiques (Pommier et al., 2016; 
Pourquier et al., 1997) ou des dommages oxydatifs  (Pommier et al., 2016) peuvent, de la 
même façon, maintenir la présence d’une CSB ou CDB non religaturable. Les exemples 
exposés ci-dessus sont valables pour la topoisomérase I et II (Pommier et al., 2016). 
L’ensemble de ces évènements participe au stress réplicatif qui est défini par le 
ralentissement ou l’arrêt de la fourche de réplication. D’autres éléments occasionnent du 
stress réplicatif comme  la structure secondaire de l’ADN, les hybrides ARN-ADN (R-
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loop), les lésions de l’ADN, les séquences répétées, la rencontre avec la machinerie de 
transcription, etc (Mazouzi et al., 2014; Zeman and Cimprich, 2014). L’absence de 
résolution du stress réplicatif engendre l’écroulement de la fourche de réplication qui en 
conséquence génère des CDB et donc de l’instabilité génétique (Mazouzi et al., 2014; 
Zeman and Cimprich, 2014).  
3. Dommages provoqués par la transcription 
La transcription est un processus employé par toutes les cellules (germinales ou 
somatiques) afin de produire des ARN codants ou non-codants par des 
ARN polymérases. Chez les eucaryotes, il en existe 3 canoniques (ARN pol I, ARN pol II et 
ARN pol III) qui transcrivent la majorité de l’information génétique. L’ARN pol I est en 
charge de transcrire les ARN ribosomiques (45S), hormis l’ARN ribosomique 5S qui est 
transcrit en plus d’autres ARN non codant (ARN de transfert et autres petits ARN 
nucléaires) par l’ARN pol III. L’ARN pol II transcrit le reste du génome, soit les ARN 
codants.  La relation entre la transcription et l’instabilité génétique est de plus en plus 
étudiée et notoire. La transcription est une source indirecte d’instabilité génétique. En 
effet, des travaux chez la levure suggèrent qu’au cours de l’évolution les gènes de l’ADN 
ribosomique, abondamment transcrits, auraient été amplifiés afin de restreindre le débit 
de transcription (Ide et al., 2010). Une transcription élevée sensibiliserait les cellules 
aux agents endommageant l’ADN, probablement en entravant les mécanismes de 
réparation. La transcription est également une source directe de mutation (Beletskii and 
Bhagwat, 1996; Jinks-Robertson and Bhagwat, 2014). Les cytosines du brin non 
transcrit subissent spontanément une déamination aboutissant à une mutation C>T à la 
prochaine réplication (Beletskii and Bhagwat, 1996). Outre ces conséquences 
présentées ci-dessus, la transcription ne doit pas empiéter sur la machinerie de 
réplication. Il résulte de leur collision frontale ou co-directionnelle des CDB (Crossley et 
al., 2019; Mazouzi et al., 2014; Zeman and Cimprich, 2014). La résolution de ces CDB 
peut parfois avoir des conséquences dramatiques comme l’aboutissement à des 
réarrangements chromosomiques (Canela et al., 2019). 
iii. Origines exogènes 
1. Rayonnement ionisant 
Tous les jours, nous sommes exposés à des faibles doses de rayonnements ionisants 
d’origine naturelle (Rayonnement cosmique, radioactivité de la croûte terrestre) ou 
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humaine (Imagerie médicale, radiothérapie). Un rayonnement ionisant est un 
rayonnement particulaire ou électromagnétique capable d’ioniser la matière en passant 
à travers celle-ci.  Il existe différentes catégories de rayon ionisant selon leur nature, leur 
origine et leur énergie. Au cours de cette thèse, les rayonnements γ (gamma) émis par la 
désintégration d’un atome de Césium 137 ont été utilisés afin d’irradier et d’introduire 
des dommages à l’ADN dans un modèle cellulaire d’ostéosarcome humain (U2OS). Ces 
dommages à l’ADN sont majoritairement créés indirectement par les rayons γ. En effet, 
l’exposition au rayonnement provoque la radiolyse de l’eau formant des espèces 
réactives de l’oxygène (ERO), responsables des altérations de l’ADN. Spontanément, les 
cellules font face à environ 8 CDB quotidiennement alors qu’une dose d’irradiation d’un 
gray en génère 5 fois plus (Burkart et al., 1999). Cela constitue en fait un bon outil pour 
induire et étudier la réparation des CDB bien que cela ne soit pas le seul type de 
dommage généré. 
2. Autres stress environnementaux  
En plus du rayonnement ionisant, les émissions de lumière ultraviolette (UV) provenant 
du soleil sont également responsables de dommages à l’ADN. Il existe 3 classes de 
rayonnement UV (UV A, B et C) qui sont définis par leur longueur d’onde. Plus la 
longueur d’onde est petite plus l’énergie qu’ils contiennent est importante. Les plus 
énergétiques, correspondant aux classes B et C, sont majoritairement absorbés dans 
l’atmosphère, alors que les plus faiblement énergétiques atteignent nos cellules 
épidermiques et peuvent réagir avec les bases pyrimidiques de l’ADN. Cet apport 
d’énergie va favoriser la formation de dimère de pyrimidine par la création de 2 liaisons 
covalentes entre 2 bases pyrimidiques voisines. La structure tridimensionnelle de l’ADN 
est modifiée et entrave la synthèse de l’ADN par les polymérases. La réparation de ces 
lésions peut soit générer des cassures simple- ou double-brins (Ikehata and Ono, 2011; 
Schuch et al., 2017) soit conduire à une synthèse translésionnelle mutagène ou non. Les 
UV produisent également des ERO capables d’endommager l’ADN (Schuch et al., 2017). 
Outre les rayonnements spatiaux et terrestres, il existe des facteurs sociétaux décuplant 
l’occurrence de mutation telles que la cigarette ou l’e-cigarette, faussement présentées 
comme une alternative moins risquée sur la santé (Yu et al., 2016). Notons également 
que les facteurs environnementaux à l’échelle cellulaire comme par exemple la teneur en 
oxygène du microenvironnement peuvent détériorer la stabilité génétique (Bristow and 
Hill, 2008; Luoto et al., 2013).  
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Figure 2 : Réponse aux dommages à l’ADN 
En réponse à une CDB, celle-ci est repérée par des senseurs qui recrutent des 
transducteurs. Ceux-ci vont à leurs tours recruter et activer des effecteurs qui 




b. Réponse aux dommages à l’ADN 
En réponse à un dommage à l’ADN, la cellule mobilise plusieurs protéines pour la mise 
en place d’une réponse. Cette réponse fait intervenir plusieurs catégories d’acteurs, tout 
d’abord les senseurs pour détecter la lésion, puis de transducteurs qui alertent et 
enrôlent des effecteurs. Ces effecteurs vont pouvoir ensuite stopper la prolifération 
cellulaire pour permettre l’engagement de la réparation de la lésion. Si celle-ci n’est pas 
réparée, la cellule amorce le processus d’apoptose (Figure 2). Ces voies de signalisations 
sont concomitantes et intriquées les unes avec les autres car elles partagent des acteurs 
communs. Je vais décrire ci-dessous la réponse des dommages à l’ADN menant à la 
réparation des CDB. 
i. Voie dépendante de la DNA-PK 
Comme énoncé plutôt, la cassure d’ADN double-brins est la plus délétère et lorsqu’elle 
est induite, la structure tridimensionnelle de la chromatine est altérée laissant les 
extrémités de l’ADN accessibles à des senseurs de la cassure. Parmi ces senseurs, on 
retrouve le couple Ku70/80, un hétérodimère, qui interagit spécifiquement avec les 
extrémités d’ADN double-brin (Mimori and Hardin, 1986).  La liaison du couple 
Ku70/80 permet le recrutement et l’activation de la DNA-PK (DNA dependent protein 
kinase), une protéine kinase de la famille des PIKK (phosphatidylinositol 3-kinase-
related kinase family), elle est cruciale pour la signalisation des dommages à l’ADN 
(SDA) et la réparation de la CDB  en activant des effecteurs de la voie de réparation NHEJ 
(Non homologous end joining) (Figure 3) (Gottlieb and Jackson, 1993; Pannunzio et al., 
2018). Par exemple, Lees-Miller et collègues (Lees-Miller et al., 1995) corrèlent le défaut 
de réparation de CDB dans une lignée de gliome humain radiosensible et l’absence d’une 
DNA-PK fonctionnelle. Cela suggère que la DNA-PK est essentielle à la réparation des 
CDB par NHEJ puisque c’est le mécanisme de réparation majeur des CDB induit par 






ii. Voie dépendante d’ATM 
Le complexe MRN est composé des protéines MRE11, RAD50 et NBS1 qui une fois à 
proximité de la CDB vont participer à la signalisation des dommages à l’ADN (Maser et 
al., 1997). Le complexe MRN est constitué d’un dimère de MRE11 et de Rad50 associé à 
NBS1 (D’Amours and Jackson, 2002). Chacun des dimères MRE11/Rad50 est capable 
d’interagir avec une extrémité d’ADN et la cohésion de l’ensemble permet de maintenir à 
proximité les 2 extrémités de l’ADN (Figure 3) (D’Amours and Jackson, 2002; de Jager et 
al., 2001). Ensuite, MRE11 participe à la préparation des extrémités de la cassure en 
initiant, via son activité exonucléase, la résection qui est une étape cruciale de la 
recombinaison homologue (HR) (Paull and Gellert, 1998, 1999). Quant à NBS1, il 
participerait, en plus du contrôle de l’activité de MRE11 (Paull and Gellert, 1999), à la 
poursuite de la signalisation des dommages à l’ADN en favorisant l’activation de la 
protéine ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated) (Cerosaletti et al., 2006; Falck et al., 2005; 
Uziel et al., 2003). La protéine ATM est une protéine kinase membre de la famille des 
PIKK qui joue un rôle fondamental dans l’orchestration de la signalisation et la 
réparation des CDB. En effet, lors de son activation en réponse aux dommages à l’ADN, 
elle va phosphoryler de nombreux effecteurs de la SDA qui vont à leur tour moduler 
différents processus tels que la réparation, l’arrêt du cycle cellulaire, l’homéostasie 
cellulaire, l’apoptose et le remodelage de l’environnement chromatinien (Jin and Oh, 
2019; Shiloh and Ziv, 2013). Parmi ces effecteurs majeurs, on retrouve P53 qui est un 
facteur de transcription dont la stabilité est accrue par sa phosphorylation par ATM. Il va 
alors permettre l’expression de gènes impliqués dans l’arrêt du cycle cellulaire, voire 
l’apoptose (Banin et al., 1998; Shiloh and Ziv, 2013; Stewart-Ornstein and Lahav, 2017). 
ATM peut également phosphoryler l’endonucléase CtIP (CtBP-interacting protein) qui 
promeut la résection initiée par MRE11, une étape-clé de la recombinaison homologue 
(Andres and Williams, 2017; Sartori et al., 2007; Wang et al., 2013). ATM module le 
paysage chromatinien en phosphorylant la serine 139 du variant d’histone H2AX (alias 
γ-H2AX) (Burma et al., 2001), un marqueur des dommages à l’ADN reconnu directement 
par des protéines de la SDA comme MDC1  (Mediator of DNA damage checkpoint protein 
1) qui améliore la rétention d’ATM phosphorylée au dommage (Paull et al., 2000; Stucki 
et al., 2005). Néanmoins, ATM n’est pas le seul capable de phosphoryler la serine 139 
d’H2AX en réponse aux dommages (Iacovoni et al., 2010; Stiff et al., 2004). Je reviendrai 
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Figure 3 : Les 2 mécanismes majeurs de la réparation des CDB, la NHEJ et la 
HR 
Au cours de la NHEJ ou jonction des extrémités non homologues, la 
reconnaissance des extrémités d’une CDB se fait par l’hétérodimère Ku70/80 qui 
permet de recruter la DNA PK. Si les extrémités sont incompatibles, des étapes de 
traitements sont mises en place et nécessitent le recrutement de la nucléase 
ARTEMIS ou des DNA polymérases (λ/μ) afin de générer des extrémités 
ligaturables. Ensuite le complexe de ligation composé d’XRCC4, DNA ligase IV 
joint les 2 extrémités d’ADN. Lorsque la CDB est reconnue par le complexe MRN, 
celui-ci recrute ATM qui phosphorylera de nombreux facteurs dont CTIP. CTIP 
interviendra dans l’étape cruciale de la HR, la résection, initiée par le complexe 
MRN. L’extrémité 3’ sortante est ensuite recouverte de RPA qui est remplacé par 
la suite par Rad51 à l’aide de l’intervention de BRCA2 et BRCA1. Rad51 est 
impliqué dans l’invasion du brin de la chromatide sœur et de la recherche de la 
séquence homologue. Il y a ensuite synthèse puis résolution de la jonction 




iii. Voie dépendante d’ATR 
La protéine ATR fait partie de la trinité des protéines de la famille PIKK impliquée dans 
la SDA avec ATM et DNA-PKs. Elle a des fonctions sensiblement redondantes avec ATM 
bien qu’elle ait des particularités par rapport à celle-ci. Notamment, elle va davantage 
être impliquée dans la réponse au stress réplicatif (Blackford and Jackson, 2017; Falck et 
al., 2005).  
c. Mécanisme de réparation des Cassures d’ADN double-brin 
Une fois la CDB signalée par des senseurs, elle va être prise en charge par des 
mécanismes de réparation spécifique afin de restaurer la continuité de l’ADN. 
i. Jonction des extrémités non homologues (NHEJ) 
La jonction des extrémités non homologues ou NHEJ est un des mécanismes majoritaires 
de la réparation des CDB qui se déroule dans toutes les phases du cycle cellulaire. Elle 
est dépeinte comme un mécanisme rapide mais potentiellement mutagène. Elle est 
également à l’origine de réarrangement chromosomique (Ghezraoui et al., 2014). Suite à 
la génération d’une CDB, l’hétérodimère Ku70/80 va se lier fortement aux extrémités de 
la cassure et ainsi induire le recrutement la DNA-PK qui s’auto-phosphoryle (Gottlieb 
and Jackson, 1993; Mimori and Hardin, 1986) et agit également sur d’autres substrats. 
La NHEJ est un mécanisme de réparation plastique qui s’adapte à la prise en charge de 
différents types de CDB (extrémités franches, extrémités 3’ sortantes, extrémités 5’ 
sortantes, extrémités cohésives ou partiellement cohésives). Si les extrémités de l’ADN 
sont déjà compatibles, le complexe de ligation composé de la protéine XRCC4 et de la 
DNA ligase IV est suffisant pour re-ligaturer les extrémités (Figure 3). Lorsque les 
extrémités sont incompatibles et qu’il y a nécessité de cliver des brins sortant ou de 
procéder à de courte résection, la nucléase ARTEMIS peut être activée par la DNA-PK 
(Goodarzi et al., 2006) afin de générer des extrémités compatibles pour la re-ligation 
(Figure 3). Dans le cas où de la synthèse de nucléotide est requise pour générer des 
extrémités ligaturables et/ou combler des espaces, des ADN polymérases (λ/μ) peuvent 
être recrutées (Lieber, 2010; Pannunzio et al., 2018). Ce sont ces dernières étapes qui 




ii. NHEJ alternative 
Il existe un mécanisme alternatif au NHEJ dit classique qui requiert contrairement à 
celle-ci une région de micro-homologie de 2 à 20 nucléotides (Boulton and Jackson, 
1996; Frit et al., 2014; Pannunzio et al., 2018; Zhu et al., 2002). La NHEJ alternative n’est 
pas un mécanisme majoritaire de réparation des CDB. Mais il procède de la façon décrite 
ci-dessous. Dans le cas de la réparation par NHEL alternative, la détection de la CDB 
nécessite PARP1 (poly(ADP-ribose) polymerase 1) (De Vos et al., 2012; Frit et al., 2014). 
La révélation des régions utilisées pour la micro-homologie nécessite une étape de 
résection des extrémités de la CDB qui est prise en charge par le complexe MRN et CtIP 
(Bennardo et al., 2008; Rass et al., 2009). PARP1 participe à cette étape initiale en en 
favorisant l’accumulation de MRN à la CDB (Haince et al., 2008). La résection va 
favoriser la complémentarité de région de micro-homologie. Cette région est ensuite 
utilisée comme amorce par l’ADN polymérase θ (Thêta). C’est son action qui rend ce 
processus hautement mutagénique car elle introduit des insertions lors de la synthèse 
(Hogg et al., 2012; Kent et al., 2015).  Puis la ligase III est recrutée afin de terminer la 
réparation de la CDB en effectuant la re-ligation (Simsek et al., 2011).  
iii. Recombinaison homologue (HR) 
La recombinaison homologue (HR) est le second mécanisme majoritaire de réparation 
des CDB. A contrario de la NHEJ, elle opère principalement au cours de la phase S et G2 
du cycle cellulaire car elle requiert une matrice d’ADN homologue à la région génomique 
lésée. Cette homologie se localise sur la chromatide sœur dans la plupart des cas. La HR 
s’appuiera sur cette matrice pour restaurer la séquence normale. C’est pourquoi elle est 
décrite comme une réparation fidèle puisqu’il n’y a pas d’évènement 
d’insertions/délétions au cours de celle-ci. Bien qu’on ne puisse pas exclure une erreur 
d’incorporation par les ADN polymérases lors de la synthèse. Une fois la CDB provoquée, 
le complexe MRN est recruté sur le site du dommage et initie la résection de façon 
concomitante au recrutement et l’activation d’ATM (Cerosaletti et al., 2006; Falck et al., 
2005; Paull and Gellert, 1998, 1999; Uziel et al., 2003). Puis ATM phosphoryle de 
nombreux substrats dont la nucléase CtIP qui permet de poursuivre la résection en 
interagissant avec l’exonucléase 1 (EXO1) tout en  limitant son activité (Eid et al., 2010). 
La résection est une étape cruciale pour accomplir la recombinaison homologue (Figure 
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3) (Eid et al., 2010; Nimonkar et al., 2008) et elle peut intervenir dans le choix de la voie 
de réparation à employer pour une CDB  (Nimonkar et al., 2011; Pannunzio et al., 2018). 
L’ADN simple-brin (ADNsb) formé est recouvert par RPA (replication protein A) qui est 
une protéine de liaison à l’ADN dont le rôle est d’éviter la dégradation par des nucléases 
de l’ADNsb et la formation de structure secondaire (Figure 3) (Brandsma and Gent, 
2012). Ensuite la protéine BRCA2 remplace RPA par Rad51 sur l’ADNsb. Ce chargement 
est coordonné par l’interaction indirecte entre BRCA2 et BRCA1 via PALB2 (Brandsma 
and Gent, 2012; Jensen et al., 2010; Zhang et al., 2009; Zhao et al., 2017). Ces évènements 
se déroulent spécifiquement en réponse au dommage car BRCA1 se localise au site du 
dommage via une interaction avec CTIP et le complexe MRN de façon dépendante 
d’ATM. RAD51 forme un nucléofilament et permet l’invasion de la chromatide sœur à la 
recherche des séquences homologues qui serviront de matrice pour la synthèse du brin 
lésé. L’intrication des brins forme une jonction de Holliday dont la résolution aboutira à 
un crossing over (échange de séquence d’ADN entre 2 chromatides sœurs) ou non 
(Brandsma and Gent, 2012) (Figure 3).  
iv. Single strand annealing (SSA) 
Il existe un mécanisme proche de la recombinaison homologue qui ne nécessite pas de 
chromatide sœur pour réparer une CDB. Il s’agit du single strand annealing (SSA) qui est 
employé pour réparer des CDB ayant lieux dans des régions répétées. À l’instar de la HR 
et de la NHEJ alternative, le SSA nécessite une étape de résection orchestrée initialement 
par le complexe MRN et CtIP puis poursuivi extensivement par EXO1 (Bhargava et al., 
2016; Pannunzio et al., 2018). Les limites de la résection ne sont pas connues, mais il a 
été observé des délétions de plus de 25kpb chez la levure (Vaze et al., 2002). Les ADN 
simple-brins générés sont pris en charge par RAD52 qui dirige l’appariement des 
séquences homologues. Les extrémités 3’ non appariées et non homologues sont clivées 
par ERCC1 (Bhargava et al., 2016; Pannunzio et al., 2018).  Les espaces sont ensuite 
comblés par des ADN polymérases avant que les ADN ligases ligaturent les brèches 
(Bhargava et al., 2016; Pannunzio et al., 2018). C’est un mécanisme de réparation 
mutagène puisque des grandes régions peuvent être délétées. De surcroit, si la CDB 
prend place au sein d’une répétition en tandem, cette réparation peut aboutir à la perte 
de copie de ces répétitions.  
18 
 
II. ADN ribosomique 
Les mécanismes de réparation décrits ci-dessus ont été caractérisés lors de la réparation 
de dommages générés à l’ADN nucléaire. Cependant il existe d’autres régions du génome 
dont le contexte épigénétique est différent comme l’hétérochromatine, les séquences 
répétées, les régions intergéniques, … et l’ADN présent dans le nucléole.  
a. Le nucléole 
Le nucléole se forme par séparation de phase liquide-liquide en structure tripartite 
composée du centre fibrillaire (FC), du centre fibrillaire dense (DFC) et de la 
composante granulaire (GC). Les noms de ces différentes parties dérivent de leurs 
observations faites par microscopie électronique (Koberna et al., 2002) (Figure 4).  Ces 
observations seraient le reflet d’un contenu protéique spécifique à chacune de ces 
parties leur conférant une fonction spécifique afin de générer in fine des ribosomes 
cruciaux pour le fonctionnement cellulaire. La transcription se déroule à la frontière 
entre le FC et le DFC (Figure 4). Le FC contient les unités libres des complexes de 
transcription de l’ADNr alors que le DFC est composé des protéines participant à la 
maturation des ARNr. Quant à la fonction exercée dans le GC, elle concerne l’assemblage 
du pré-ribosome (Farley et al., 2015; Németh and Grummt, 2018; Pederson, 2011) 
(Figure 4). Un nucléole est issu de la transcription d’un ou plusieurs NOR (Région 
organisatrice du nucléole), elles sont constituées des répétitions en tandem des gènes de 
l’ADNr (Oakes et al., 2006). Il est suggéré que le nucléole se formerait par séparation de 
phase liquide-liquide suite au processus de transcription intense et de biogenèse des 
ribosomes. L’ADNr est transcrit pendant la durée de l’interphase, mais sa transcription 
est réprimée en entrée de mitose entrainant simultanément la dissolution du nucléole 
(Farley et al., 2015; Heix et al., 1998). Cependant, les éléments de la machinerie de 
transcription tel que la RNA pol I ou UBF restent associés au promoteur des gènes de 
l’ADNr au cours de la mitose (McStay, 2016; Roussel et al., 1996). Cela facilite la reprise 
de la transcription et la re-formation du nucléole au début de l’interphase. Hormis sa 
fonction de production industrielle de ribosome, il est reconnu comme le carrefour de la 
réponse au stress en modulant des processus biologiques variés parmi lesquels la 
régulation du cycle cellulaire et l’apoptose. Par exemple, la protéine nucléolaire Arf 
permet la séquestration de l’ubiquitinine ligase MDM2 (Mouse double minute 2) dans le 
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nucléole (Weber et al., 1999). Séquestrée dans le nucléole, MDM2 n’induit plus la 
dégradation de P53 dont la stabilisation et l’activation engendre un arrêt du cycle 
cellulaire et/ou l’apoptose. Le stress nucléolaire n’est pas exclusivement dépendant de 
P53. La protéine nucléolaire PPAN (protéine Peter Pan) connue pour contribuer à la 
maturation du pré-ARNr a été récemment montrée comme participant à la progression 
du cycle cellulaire et l’apoptose de façon indépendante de p53 et d’ATM/ATR dans les 













Figure 4 : Le nucléole, son organisation associée à ses fonctions principales 
Le nucléole est une sous-structure sans membrane à l’intérieur du noyau. Il est 
composé de 3 sous parties, le centre fibrillaire FC, le centre fibrillaire dense 
(DFC) et la composante granulaire (GC). La fonction de ces parties est 
respectivement impliquée dans la transcription de l’ADNr, la maturation de 
l’ARNr et l’assemblage du pré-ribosome. Figure adaptée de (Cerqueira and 




b. L’unité de l’ADNr 
L’ADNr est localisé sur chaque bras court des 5 chromosomes acrocentriques chez 
l’homme (13, 14, 15, 21 & 22) entre la région télomérique et centromérique. Chacun de 
ces 10 NORs se partage environ 300 répétitions en tandem d’unité de l’ADNr, soit 0.5% 
du génome (Gibbons et al., 2015; McStay, 2016). L’unité de l’ADNr est aménagée 
principalement en 2 parties. La première étant le gène de l’ADNr 45S, il est transcrit par 
l’ARN polymérase I (ARN pol I) en pré-ARNr 45S. Après plusieurs étapes de maturation, 
il émerge les ARNr mature 5.8S, 18S et 28S nécessaire à la constitution du complexe 
ribonucléoprotéique qu’est le ribosome. Les régions codantes des ARNr 18S, 5.8S et 28S 
sont bornées par des régions transcrites dites externes ou internes (respectivement ETS 
ou ITS) selon leur localisation dans le pré ARNr qui seront clivés au cours de la 
maturation des ARNr (Figure 5). 
La seconde partie est composée d’un IGS (intergenic spacer) en amont du gène de l’ADNr 
45S (Figure 5). L’IGS est la région régulatrice de la transcription de l’ADNr car elle 
contient les régions promotrices et amplificatrices (enhancers) sur lesquelles se fixeront 
de nombreux éléments stimulant la transcription comme UBF (upstream binding factor) 
(Mars et al., 2018; McStay et al., 1997). Les unités ont une orientation commune qui 
promeut l’intégrité du génome en favorisant la co-directionnalité de la réplication et de 






Figure 5 : Répétition en tandem des unités de l’ADNr 
Représentation schématique d’1 unité de l’ADNr au sein d’1 NOR. Ces unités sont 
composées d’1 IGS (Intergenic spacer) et du gène de l’ADNr 45S transcrit par 
l’ARN polymérase I. Le gène contient les séquences codant pour les ARNr mature 
18S, 5.8S et 28S encadrées par les séquences ETS (External transcribed spacer) 




c. Dommage à l’ADN ribosomique 
i. Instabilité génétique de l’ADNr 
La région de l’ADNr transcrite est soumise à de nombreux dommages endogènes à cause 
de sa structure, de sa transcription intense et les conflits engendrés avec la réplication. 
Dans le cas des lésions causés par des CDB, la réparation par recombinaison homologue 
peut entrainer une perte du nombre de copie de l’ADNr (Warmerdam et al., 2016). La 
diminution du nombre de copie porte atteinte à l’intégrité du génome et à la survie 
cellulaire (Ide et al., 2010). En effet, il a été montré chez la levure que la perte de copie 
de l’ADNr est compensée par une hausse du taux de transcription des unités restantes. 
Cela a pour conséquence d’entraver les mécanismes de réparation nécessitant la 
cohésion des chromatides sœurs et de déstabiliser le génome. L’amplification des gènes 
de l’ADNr aurait été un mécanisme d’évolution à la fois pour faciliter leur maintien par 
des mécanismes de réparation recombinogène et pour limiter le taux de transcription de 
l’ADNr. Chez l’homme, une hypertranscription de l’ADNr induit par des formes mutées 
d’UBF est à l’origine de désordres neurologiques important (aphasie, dystonie et 
spasticité) associés à une neurodégénérescence (Toro et al., 2018). De plus, Toro et 
collègues ont observé un marquage γ-H2AX plus intense dans les fibroblastes de ces 
patients qui prouve qu’il y a une instabilité du génome accrue. Notons que des défauts 
de maintenance des copies de l’ADNr sont également constatés dans des pathologies 
humaines neurodégénératives (Hallgren et al., 2014) ou tumorales (Stults et al., 2009). 
Concernant le cancer colorectal, il a été observé une forte augmentation de l’expression 
du 45S associée à une meilleure progression de la croissance tumorale (Tsoi et al., 
2017). Dès qu’il y a un défaut dans l’une des fonctions principales du nucléole, quelle 
qu’elle soit, cela entraine des conséquences pathologiques (Syndrome de Treacher 
Collins, ribosomopathie, neurodégénérescence, cancer, vieillissement, …). De plus, on 
retrouve également des défauts de maintenance des copies de l’ADNr dans des 
pathologies où la recombinaison homologue est défaillante comme par exemple le 
syndrome BLOOM ou d’ataxie télengiectasie (défaut d’ATM) (Killen et al., 2009). 
L’ensemble dénote l’importance de comprendre l’opération de maintenance de 
l’intégrité du génome ribosomal dans le contexte particulier du nucléole. Il est donc 
essentiel de comprendre comment les mécanismes de réparation par NHEJ et HR 
coopèrent pour maintenir la stabilité de l’ADNr puisque la première est le mécanisme 
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majoritaire de la réparation des CDB générées dans l’ADNr (Harding et al., 2015) et 
l’autre est responsable de la perte de copie en phase S/G2 (Warmerdam et al., 2016).  
ii. Arrêt de la transcription 
Les travaux de Kruhlak et collègues sont les premiers à rapporter les effets des 
dommages à l’ADN sur la transcription de l’ADNr. En effet en mesurant la transcription 
d’ARNr naissant via l’incorporation d’un analogue de l’uridine (5-fluorouridine), ils 
constatent dans des MEF (Mouse embryonic fibroblast) une inhibition rapide et 
transitoire de la transcription dépendante de l’ARN pol I en réponse à des dommages à 
l’ADN induit par des irradiations γ ou un traitement à l’étoposide (Kruhlak et al., 2007). 
Depuis ces observations ont été confirmées dans différentes lignées cellulaires 
humaines laissant penser que la répression réversible de la transcription de l’ADNr par 
l’ARN pol I en réponse au dommage est un mécanisme ubiquitaire chez les eucaryotes 
multicellulaires. De plus, c’est une réponse générique à tout dommage généré dans 
l’ADNr puisqu’elle a lieu en réponse à des irradiations, à l’étoposide et des 
endonucléases (I-PpoI, AsiSI et CRISPR) (Franek et al., 2016; Harding et al., 2015; 
Kruhlak et al., 2007; Larsen et al., 2014; Marnef et al., 2019; van Sluis and McStay, 2015; 
Warmerdam et al., 2016). La signalisation d’arrêt de transcription est dépendante 
d’acteurs impliqués dans la HR comme ATM et NBS1, alors que les acteurs de la NHEJ tel 
que Ku70/80 et DNA-PK n’ont aucun rôle dans celle-ci (Harding et al., 2015; Kruhlak et 
al., 2007; Larsen et al., 2014; van Sluis and McStay, 2015). L’ensemble des protéines qui 
participent à la HR a été observé dans le nucléole par immunofluorescence. Cependant, 
toutes ne sont pas nécessaires pour réprimer la transcription comme par exemple 
BRCA1 (Kruhlak et al., 2007; Larsen et al., 2014; van Sluis and McStay, 2015). Cela 
suggère que c’est le mécanisme de réparation par HR qui a lieu après l’inhibition de la 
transcription. En revanche, il n’est pas démontré que l’inhibition de la transcription en 
réponse à un dommage est un processus favorisant la réparation par HR. De plus Larsen 
et collègues observent cette répression de la transcription de l’ADNr suite à une micro-
irradiation que celle-ci soit localisée dans le nucléole ou non. Cela suggère que 
l’inhibition de la transcription dépendante de l’ARN pol I en réponse au dommage serait 
une signalisation récurrente quelque soit la localisation du dommage.  
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Bien que le mécanisme d’action d’ATM sur la machinerie de transcription de l’ARN Pol I 
ne soit pas encore complètement élucidé, Kruhlak et collègue (2007) ont examiné la 
dynamique de la transcription Pol I en réponse au dommage par FRAP (Fluorescent 
recovery after photobleaching). Ils montrent qu’en réponse aux dommages créés par 
micro-irradiation, il y aurait un mécanisme ATM dépendant qui induit un défaut 
d’assemblage des complexes de pré-initiation de la transcription pol I, un détachement 
prématuré de la machinerie Pol I de l’ADNr et une dynamique d’échange des sous-unités 
de la Pol I entre le nucléoplasme et le nucléole plus importante (Figure 6). L’ensemble de 

















Figure 6 : Inhibition dépendante d’ATM de la transcription de l’ARN pol I en 
réponse au dommage à l’ADN 
Suite à l’induction d’une CDB, un mécanisme dépendant d’ATM va ôter la 
machinerie Pol I de l’ADNr et favoriser un échange des unités libres de la 
transcription plus importante avec le nucléoplasme ; dont l’ensemble aboutit à la 




iii. Formation des « nucleolar caps » 
Dès les années 1960, il avait été observé dans des cellules humaines dérivées des HeLa 
(Chang liver cells) que l’inhibition de la transcription via un traitement à l’actinomycine 
D, un intercalant de l’ADN s’insérant préférentiellement entre une guanine et une 
cytosine, créait une nouvelle structure en périphérie du nucléole, le « nucleolar cap » 
(NC) (Reynolds et al., 1963).  Or les agents endommageant  l’ADN tels que les UV, les 
rayonnements γ, les endonucléases ou l’étoposide induisaient non seulement la 
répression transcriptionelle de l’ADNr, mais également la formation de ces NC (Franek 
et al., 2016; Harding et al., 2015; Kruhlak et al., 2007; Larsen et al., 2014; Marnef et al., 
2019; Montgomery et al., 1966; van Sluis and McStay, 2015; Warmerdam et al., 2016). 
L’inhibition  d’ATM lors de la génération de dommages dans l’ADNr par l’endonucléase I 
PpoI, empêche la répression de la transcription dépendante de l’ARN pol I et une 
absence ou peu de formation de NC dans des cellules RPE (van Sluis and McStay, 2015). 
Des observations similaires ont été faites dans d’autres travaux. Harding et collègues 
l’ont constaté dans des MEF en réponse à des dommages médiés par I-PpoI (Harding et 
al., 2015). Kruhlak et collègues l’ont également observé en réponse aux irradiations dans 
des cellules Chang liver (Kruhlak et al., 2007). De plus, les travaux de Van Sluis et 
collègues montrent que les NCs induit par dommage colocalisent avec les foyers γ-H2AX 
en immunofluorescence alors que ce n’est pas le cas pour les nucleolar caps induit suite 
au traitement par actinomycine D puisqu’ils ne détectent pas de signal γ-H2AX. Malgré 
que la stabilisation des complexes de clivages de topoisomérase I et II soit favorisée par 
l’actinomycine D, il se pourrait donc qu’il y ait des dommages induit par son traitement 
(Avendaño López and Menendez, 2008). L’ensemble de ces données suggère que la 
génération des nucleolar caps est la conséquence directe de l’arrêt de transcription dont 
l’une des hypothèses émises propose la séparation de phase liquide-liquide comme 
moteur de la ségrégation du NC (Sluis and McStay, 2019; van Sluis and McStay, 2017). 
Cependant, cette théorie est contredite par des travaux antérieurs qui démontrent que la 
formation des NCs est dépendante d’énergie (Shav-Tal et al., 2005). Mais des travaux 
récemment publiés (Marnef et al., 2019) ainsi que  les miens mettent en évidence un 
découplage de l’arrêt de transcription et la formation des NCs, suggérant que celle-ci 
résulte d’un mécanisme actif.  
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Les NCs contiennent des protéines des régions FC tels que UBF ou Treacle (Floutsakou et 
al., 2013; van Sluis and McStay, 2015) à l’instar des protéines de la région DFC (Sirri et 
al., 2008). Par contre, les protéines de la région GC ne se relocalisent pas dans le NC (van 
Sluis and McStay, 2017) (Figure 7). Le NC est donc la résultante d’une réorganisation du 
nucléole où les régions FC et DFC se délocalisent dans les NCs où l’ADNr d’1 ou 2 NORs 
se concentre (Floutsakou et al., 2013; van Sluis and McStay, 2015) (Figure 7). Par 
ailleurs, la région génomique de l’ADNr est bornée par des régions génomiques 
spécifiques non nucléolaires nommées jonctions proximales ou distales selon la position 
centromérique ou télomérique sur le chromosome. Il a été montré que la jonction distale 
sert d’ancre pour la formation du NC (Floutsakou et al., 2013) ce qui est en accord avec 
les travaux démontrant que l’ADNr formant les NCs  fusionne avec l’hétérochromatine 
périnucléolaire à proximité (Tchelidze et al., 2017).  
Le rôle de cette localisation périnucléolaire serait de favoriser l’accessibilité aux 
éléments nécessaires à la réparation des CDB et notamment par HR puisqu’en effet il a 
été observé par immunofluorescence la présence des protéines RAD51 ou BRCA1 au 
sein de NC (Franek et al., 2016; Harding et al., 2015; Marnef et al., 2019; van Sluis and 
McStay, 2015; Warmerdam et al., 2016). De plus Van Sluis et coll. ont pu observer de la 
synthèse d’ADN dans les NCs  par pulse d’EdU (5-Ethynyl-2´-deoxyuridine) suggérant 
que la réparation par HR semble spécifiquement avoir lieu dans le NC.  Cependant, 
53BP1, une protéine inhibant la résection et favorisant ainsi la NHEJ, colocalise dans les 
NCs également (van Sluis and McStay, 2015). Les travaux de Marnef et collègues 
confortent le rôle pro HR des NCs en observant leur formation en phase G2/S plus 
fréquemment qu’en phase G1. Dernièrement il a été montré que la résection initiée par 
MRE11 semblait être déterminante pour la formation des NCs (Korsholm et al., 2019; 
Marnef et al., 2019). Malgré tout, les mécanismes moléculaires sous-jacents à la 
formation du NC restent encore non élucidés à ce jour. Le NC pourrait être une étape 
intermédiaire pour compartimenter la réparation dépendante de la recombinaison et 




























Figure 7 : Formation des nucleolar caps 
Représentation schématique de la formation de nucleolar caps. L’induction de 
dommage dans l’ADNr ou l’inhibition de la transcription dépendante de l’ARN pol 
I entraîne une réorganisation du nucléole afin de former des nucléolar caps en 
périphérie du nucléole. Les protéines du FC (Fibrillar center) et du DFC (Dense 
fibrillar center) se délocalisent dans les nucléolar caps alors que ce n’est pas le 
cas des protéines du GC (Granular component).  L’ADN ribosomique d’1 NOR se 
délocalise également dans les nucleolar caps à proximité de sa jonction distale 




III. La chromatine 
L’ensemble des évènements de la signalisation des dommages et de la réparation a lieu 
dans un environnement chromatinien. 
a. Définition 
En 1974 Kornberg démontre que la chromatine est un complexe nucléoprotéique dont 
l’unité de base est le nucléosome. Ce dernier est constitué par un octamère d’histone 
(H2A, H2B, H3 et H4) autour duquel s’enroule e deux tours environ 146pb d’ADN  
(Figure 8). C’est autour de celui-ci que s’articule l’ensemble des régulations 
épigénétiques permettant le contrôle de l’expression génétique sans altération de la 
séquence nucléotidique. Les régulations épigénétiques sont variées et interviennent 
dans le contrôle de nombreux processus biologiques liés à l’ADN comme la transcription 
(Pefani et al., 2018), la réplication, la réparation et les devenirs cellulaires comme la 
différenciation (Rispal et al., 2019). Parmi ces régulations on retrouve la méthylation de 
l’ADN, les ARN non-codants et de nombreux mécanismes ciblant le nucléosome (Figure 
9). Ces mécanismes vont moduler le positionnement du nucléosome,  la densité en 
nucléosome par leur éviction ou leur incorporation, la composition du nucléosome avec 
l’incorporation de variant d’histone ou encore ajouter des modifications post-
traductionnelles (Acétylation, méthylation, ubiquitination, hydroxylation)  








 Figure 8 : La chromatine et le nucléosome 
Représentation schématique de 3 unités de la chromatine (Le nucléosome) représentant 














b. Chromatine de l’ADNr 
La chromatine au sein d’un NOR, qui contient plusieurs copies d’ADNr, est un peu 
différente de celle des autres régions génomiques. Au sein du locus, il existe 2 types de 
gènes, les gènes actifs et les gènes inactifs qui sont respectivement associés à une 
chromatine accessible et à une chromatine moins ou pas accessible (Conconi et al., 
1989). L’inactivation transcriptionnelle d’un gène de l’ADNr est en partie due à la 
méthylation des ilots CpG au sein des gènes (Grummt and Pikaard, 2003). Les unités 
actives ne contiennent pas ou peu de nucléosomes (Mars et al., 2018; Moss et al., 2019). 
Par des approches numériques de déconvolution de leurs données de ChIP-seq obtenues 
dans des lignées humaines (HEK293T et K562), Mars et collègues obtiennent une carte 
Figure 9 : Régulation épigénétique de la chromatine 
Représentation schématique de l’ensemble des régulations épigénétiques 
dessinant le paysage chromatinien. On retrouve la méthylation de l’ADN, 
l’implication des ARN non codants, les modifications post-traductionnelles des 
histones (Me : Méthylation ; P : Phosphorylation ; Ac : Acétylation), 
l’incorporation de variant d’histones, le glissement de nucléosome et l’éjection ou 




où de nombreuses marques de la chromatine active (H2AZ, H2AZAc, 
H3K4me3H3K4me2 et H4Ac) se concentrent immédiatement en amont du promoteur 
du gène 45S (Mars et al., 2018; Moss et al., 2019). Le corps du gène 45S actif serait 
inoccupé par des nucléosomes. La caractéristique des gènes actifs serait la présence 
d’UBF le long du corps du gène et du promoteur (Mars et al., 2018; Moss et al., 2019). Le 
facteur UBF est essentiel pour la transcription de l’ADNr et pour imposer le paysage 
chromatinien nucléolaire puisqu’il a été observé dans le KO conditionnel murin pour 
UBF un arrêt total de la transcription de l’ADNr, associé à densité plus élevée de 
nucléosomes dans le corps du gène, 72h après induction du KO de UBF (Hamdane et al., 
2014). 
c. Contrôle épigénétique de la réponse au dommage à l’ADN 
Au cours de cette introduction, je vais énoncer quelques exemples du contrôle 
épigénétique de la signalisation et de la réparation des dommages à l’ADN puis détailler 
davantage l’implication de la méthylation des histones et autres PTM dans la réparation. 
i. Relaxation de la chromatine  
Aux alentours d’une cassure, il est parfois nécessaire de faciliter l’accessibilité de celle-ci 
à l’ensemble des complexes volumineux de la réparation. Cette accessibilité est 
contrôlée épigénétiquement par différents moyens. Notamment, l’acétylation de la 
lysine 14 de l’histone H4 par l’acétyl transférase TIP60 permet de décondenser la 
chromatine, car elle ajoute une charge positive, et ainsi favorise le recrutement de 
facteur de la réparation tel que RAD51, BRCA1 ou 53BP1 à la cassure (Murr et al., 2006). 
Une réponse similaire a été montrée chez la levure où une augmentation d’H4K4Ac a été 
observée suite à la reconnaissance d’H2A P-Ser139 (équivalent γ-H2AX chez la levure) 
par le complexe de l’histone acetyltransferase NuA4 (Downs et al., 2004). Il existe 
d’autres contrôles épigénétiques qui interviennent pour favoriser l’accessibilité comme 
le repositionnement des nucléosomes, l’ouverture de la chromatine, l’éviction et 
l’incorporation des variants d’histones (Adam et al., 2016; Piquet et al., 2018). Ces 
évènements doivent coopérer pour promouvoir une réponse intégrée efficace et adaptée 




ii. Plateforme de recrutement 
Les modifications post-traductionnelles des histones permettent la mise en place d’une 
plateforme d’accueil pour favoriser le recrutement de facteur de la réparation. Comme 
déjà explicité par ailleurs, la phosphorylation de la serine 139 d’H2AX se propage sur 
tout le domaine topologique (Arnould and Legube, 2019; Caron et al., 2012; Natale et al., 
2017), dans lequel la cassure se retrouve, et favoriserait le recrutement de NBS1, BRCA1 
et 53BP1 (Celeste et al., 2002). De surcroit γ-H2AX pourrait être une des briques 
élémentaires au maintien des domaines topologiques (TAD) en réponse au dommage 
puisqu’il a été montré que la déplétion de 53BP1 empêche la stabilisation de la structure 
tridimensionnelle de la chromatine responsable d’une instabilité génétique importante 
(Ochs et al., 2019). Une même histone peut subir plusieurs PTM en réponse aux 
dommages et ainsi permettre d’adapter la réponse au contexte cellulaire. Par exemple la 
phosphorylation de la tyrosine 142 d’H2AX promeut une réponse pro-apoptotique alors 
que sa déphosphorylation par la tyrosine phosphatase EYA favorise la réparation de la 
lésion (Cook et al., 2009). En réponse à des irradiations, la polyubiquitinylation de la 
lysine 63 tant de l’ histones H2A que H2AX, par l’action coordonnée des ubiquitine 
ligases RNF168 et RNF8, favorise la rétention des facteurs de réparation 53BP1 et 
BRCA1 (Campbell et al., 2012; Doil et al., 2009). Les PTM des autres histones composant 
le nucléosome participent à l’élaboration d’une réparation efficace des lésions d’ADN. 
Notamment en réponse aux irradiations, il y a un enrichissement d’H3K56 acétylée via 
l’action de l’acétyltransférase p300 au niveau des sites de dommage (Vempati et al., 
2010) qui permet de créer un environnement favorable à la réparation (Masumoto et al., 
2005). Cependant le retrait des PTM participe également à la réponse comme la 
déacétylation d’H3K56Ac par les histones déacétylases HDAC1 et 2 qui est nécessaire 
pour une réparation efficace par NHEJ (Miller et al., 2010). Les PTM peuvent aussi 
participer au choix de la voie de réparation en favorisant le recrutement de facteurs 
impliqués directement dans l’une des voies majeures de réparations des DSB ou dans 
l’inhibition d’un des mécanismes. Par exemple, la diméthylation d’H4K20 favorise la 
réparation d’une CDB par NHEJ car elle favorise le recrutement de 53BP1 qui est un 
inhibiteur de la résection (Pei et al., 2011; Tuzon et al., 2014).  
L’ensemble de ces évènements dynamiques se produit simultanément afin de créer une 
réponse au dommage adapté à celui-ci et au contexte dans lequel il se situe. L’intégration 
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de l’ensemble de ces modifications afin de moduler un processus donné constitue 
l’hypothèse du code des histones. Au cours de mes travaux de thèses, nous avons choisi 
de nous intéresser plus particulièrement au rôle de la méthylation des histones. 
 
iii. Méthylation des histones 
Cette méthylation consiste à l’addition sur une lysine ou une arginine d’un, deux, voire 
trois si c’est une lysine, groupements méthyl. Cette modification peut être 
spécifiquement reconnue par des domaines protéiques variés (domaine TUDOR, SET, 
chromodomain, PHD) et ainsi moduler via les protéines portant ces domaines une 
pléthore de fonctions biologiques dont l’une des plus connue est la régulation de la 
transcription. Il est désormais admis que certaines marques de méthylation sont 
corrélées à une activité de la transcription active (H3K4me3, H3K36me3) ou réprimée 
(H3K9me3, H3K26me3). Leur dépôt ou leur retrait sont respectivement exécutés par les 
histones méthyltransférases et les histones déméthylases. L’intervention de ces deux 
enzymes antagonistes permet de réguler l’état de méthylation d’une histone et ainsi 
proposer une réponse efficace à tout type de stress. Ainsi, cette méthylation joue un rôle 
potentiel dans la SDA et la réparation comme l’illustre la méthylation par la méthyl 
transférase SUV39H2 de la lysine 134 d’H2AX qui facilite sa phosphorylation (Sone et al., 
2014) et ainsi la SDA (Paull et al., 2000). La méthylation des histones joue un rôle 
important dans la réponse précoce aux dommages. L’enrichissement de la méthylation 
d’H3K9 médiée par les méthyltransférases Suv39H1 et Suv39H2 au site d’une CDB 
permet le recrutement de l’acétyltransférase Tip60 qui active en retour ATM (Ayrapetov 
et al., 2014). Le dépôt de la méthylation ne se fait pas obligatoirement en réponse au 
dommage comme le prouve la pré-existance H4K20 méthylée avant le dommage alors 
qu’elle est nécessaire pour le recrutement de 53BP1 (Fnu et al., 2011; Pei et al., 2011; 
Sanders et al., 2004; Tuzon et al., 2014).  H4K20me2 est reconnue et masquée par 
l’histone déméthylase JMJD2A (KDM4A) qui en réponse au dommage est dégradée via 
les ubiquitine ligases RNF8 et RNF 168 afin que 53BP1 puisse se lier à H4K20me2 
(Mallette et al., 2012). Cependant certaines méthylations des histones sont pré-
existantes au niveau des nucléosomes et révélées lors de la CDB. C’est le cas de 
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H3K79me2 est exposée du cœur du nucléosome lorsqu’un dommage est induit afin de 
recruter 53BP1 (Huyen et al., 2004).   
Bien que certaines de ces marques de méthylation soient intrinsèques à la constitution 
d’un nucléosome comme la marque stable de l’hétérochromatine H3K9me3, le rôle des 
protéines responsable de leurs dépôts n’en demeure pas moins essentiel. D’ailleurs, la 
méthyltransférase MMET est recrutée aux CDB pour permettre la liaison de 53BP1 à 
H4K20Me2 en maintenant les niveau de méthylation d’H4K20 (Pei et al., 2011). 
Toutefois, plusieurs HMT ont été montrées comme étant impliqué dans la réparation des 
dommages à l’ADN. La triméthylation de la lysine 36 de l’histone H3 par la HMT SETD2 
au niveau d’une CDB facilite la résection par CtIP (Pfister et al., 2014). La méthylation de 
H3 participe donc à créer un environnement favorable pour une réparation par HR. La 
régulation du niveau de méthylation des histones est cruciale pour s’adapter au contexte 
de la lésion car la H3K36me3 favorise la HR alors que d’H3K36me2 est un site de liaison 
à 53BP1 qui avantage la NHEJ (Fnu et al., 2011). 
Or il y a plus d’une décennie, la méthylation était considérée comme une marque 
irréversible, mais la découverte de HDM dépeint maintenant ce processus comme 
dynamique (Shi et al, 2004) et adaptable au contexte cellulaire et moléculaire.  
IV. Histone Déméthylases 
a. La famille des histone déméthylases 
La famille des histone déméthylases se divisent en 2 sous-familles, les amine oxydases 
dépendante du FAD (Flavin adenine dinucleotide) et les oxygénases dépendantes du 2-
oxoglutarate.  
i. Amine oxydases dépendante du FAD 
Cette sous-famille ne comporte que 2 membres, KDM1A/LSD1 (Lysine demethylase 1A) 
et KDM1B/LSD2. Elles ne peuvent convertir que les lysines mono- ou diméthylées en 
lysines non méthylées (Shi et al., 2004; Verrier et al., 2011). La réaction d’oxydation va 
donner un intermédiaire imine qui après hydratation fait apparaitre un hémiaminal 
instable. Sa fragmentation formera du formaldehyde et une lysine déméthylée (Figure 
10). KDM1A et B sont toutes deux capables de déméthyler à la fois H3K9me2 et 










ii. Oxygénases dépendantes du 2-oxoglutarate 
Cette seconde sous-famille comprend toutes les protéines contenant le domaine JMJC et 
elles sont nombreuses (Figure 12). Ce domaine porte l’activité enzymatique oxygénase 
qui permet de déméthyler les lysines mono-, di- ou triméthylées (Tu et al., 2007; Verrier 
et al., 2011). Certaines d’entre elles peuvent même déméthyler les arginines mono- ou 
diméthylées (Walport et al., 2016). Le groupement Nε-méthyl de la lysine subit une 
hydroxylation générant un hémiaminal instable qui formera après fragmentation un 
formaldehyde et une lysine déméthylée (Figure 11a). La réaction est identique pour les 
arginines à l’exception que l’hydroxylation est exécutée sur le Nω-methyl de l’arginine 
(Figure 11b) (Walport et al., 2016). 
 
Figure 10 : Réaction de déméthylation par KDM1A (LSD1) 
La réaction d’oxydation par LSD1 (KDM1A) va donner un intermédiaire imine 
qui après hydratation fait apparaitre un hémiaminal instable. Sa fragmentation 
formera du formaldehyde et une lysine déméthylée. L’exemple ci-dessus 
concerne H3K4me2, mais la réaction proposée est compatible avec d’autres 
lysines monométhylées. On peut remplacer LSD1 par KDM1B, les étapes de la 


















Figure 11 : Réaction de déméthylation de lysine et d’arginine par les 
protéines à domaine JMJC 
A. Réaction de déméthylation d’une lysine triméthylée par une protéine à 
domaine JMJC. Le groupement Nε-méthyl de la lysine subit une hydroxylation 
générant un hémiaminal instable qui formera après fragmentation un 
formaldehyde et une lysine déméthylée. Cette réaction peut se renouveler afin de 
déméthyler complètement la lysine. 
B. Réaction de déméthylation d’une arginine diméthylée par une protéine à 
domaine JMJC. Le groupement Nω-methyl de l’arginine subit une hydroxylation 
générant un hémiaminal instable qui formera après fragmentation un 
formaldehyde et une arginine déméthylée. Cette réaction peut se renouveler afin 
de déméthyler complètement l’arginine.  
Ces réactions de déméthylation sont à chaque fois couplées à la conversion d’un 
2-oxoglutarate et d’un dioxygène en succinate et dioxyde de carbone. Les 
groupements methyl sont symbolysés par des lignes rouges. Figure de (Walport 


























Figure 12: Famille des protéines à domaine JMJC 
L’ensemble des protéines appartenant à la famille nombreuse des protéines à 




iii. Histone déméthylase et réparation de l’ADN 
En réponse au dommage de type CDB, la méthyltransférase MMET est recrutée à la 
cassure afin de maintenir la diméthylation d’H4K20 pour une réparation par NHEJ (Pei 
et al., 2011). Sa disparition en absence de MMET suggère que celle-ci est nécessaire pour 
son maintien et que des histones déméthylases interviennent pour la retirer. 
L’implication des histones déméthylases dynamise la signalisation de réponse aux 
dommages afin de l’adapter à un contexte en participant au choix du mécanisme de 
réparation. L’un des premiers articles décrivant l’implication des histones déméthylases 
dans la SDA fut celui de Nottke et collègues (2011) où ils observèrent une relocalisation 
de SPR-5, l’orthologue de KDM1A chez Caenorhabditis elegans, en réponse à différents 
types de dommages à l’ADN (Irradiation, UV et camptothécine). Ces données cumulées à 
l’hypersensitivité des mutants pour SPR-5 aux différentes sources de dommages 
indiquent que SPR-5 participe à la SDA. (Nottke et al., 2011). Son rôle est conservé chez 
l’homme puisque LSD1 est recrutée aux dommages induit par laser dans des cellules 
U2OS. LSD1 promeut la polyubiquitinylation d’H2A et H2AX par RNF168 et ainsi la 
séquestration de 53BP1. L’ensemble démontre que LSD1 joue directement un rôle dans 
la SDA (Mosammaparast et al., 2013).  
Les histone déméthylases à domaine JMJC sont aussi acteurs de la SDA. En effet KDM4B 
est directement recrutée aux dommages créés par laser et déméthyle H3K9 sans altérer 
l’activation d’ATM. En mimant la surexpression de KDM4B constatée dans les cancers, 
les auteurs observent en réponse aux irradiations une augmentation modérée de la 
survie cellulaire par rapport aux cellules sauvages (Ayrapetov et al., 2014). De manière 
similaire à KDM4B, KDM4D est recrutée aux dommages générés par laser dans des 
cellules U2OS. Elle n’est pas impliquée dans l’activation d’ATM, mais dans le maintien de 
son association avec la chromatine. La séquestration d’ATM à la chromatine améliore 
l’efficacité de la SDA en promouvant l’activation de ses substrats et ainsi de la réparation 
des CDB (Khoury-Haddad et al., 2014). Une autre étude faite chez C Elegans montre que 
KDM8, une histone déméthylase déméthylant H3K36me2, contrôle le dé-assemblage du 




La régulation de la méthylation des histones par les HDM en réponse aux dommages 
n’ayant pas été totalement élucidée, j’avais entrepris le projet d’étudier l’implication de 
toutes les histone déméthylases dans la réparation des cassures d’ADN double-brins. Au 
cours d’un criblage utilisant une banque d’ARN interférant dirigée contre l’ensemble des  
HDMs dans des cellules U2OS irradiées, j’ai identifié JMJD6 parmi les HDM comme jouant 
un rôle potentiel dans la réponse aux dommages à l’ADN. En effet, sa déplétion entrainait 
la persistance des foyers  γ-H2AX 1h et 6h après irradiation.  
b. JMJD6 
i. Découverte 
Au début des années 2000, JMJD6 (Jumonji C domain containing protein 6) avait été 
identifié par erreur comme un récepteur des phosphatidylserines (PSR) 
vraisemblablement à cause d’un effet non spécifique de l’anticorps employé à l’époque 
(Fadok et al., 2000). Or, un clonage de PSR effectué quelques années plus tard à partir du 
génome de l’Hydra vint contredire cette découverte. En effet, les auteurs de l’étude 
observèrent que la localisation de PSR étiquetée GFP  était exclusivement nucléaire dans 
les cellules d’hydra (Cikala et al., 2004). Ils identifièrent bioinformatiquement un 
domaine conservé dans l’ensemble du règne animal depuis les cnidaires qui portait une 
activité oxygénase dépendante du 2 oxoglutarate, le domaine JMJC. À partir de cette 
époque, PSR fut renommé JMJD6 (Figure 13). L’étude bioinformatique de Cykala et 
collègues met en évidence un domaine AT hook et plusieurs domaines de signalisation 
de localisation nucléaire (NLS) (Figure 13). Le domaine AT hook, composé 
principalement de la succession des 3 acides aminés glycine – arginine – proline, est un 
domaine de liaison à l’ADN présent dans de nombreuses protéines (Aravind and 
Landsman, 1998). Néanmoins, il a été mis en évidence une version allongée du motif AT 
hook bornée symétriquement par des acides aminés basiques qui favorise in vitro la 
liaison à l’ARN par rapport à l’ADN (Filarsky et al., 2015). En réalité, JMJD6 présente un 
semi domaine allongé AT hook où seulement la portion C-terminale comporte des acides 
aminés basiques (Reyes-Gutierrez et al., 2019) (Figure 13). Cela confèrerait à JMJD6 
l’aptitude d’intervenir dans plusieurs processus biologiques via son interaction avec 













ii. Activités enzymatiques 
JMJD6 est une protéine unique grâce à ses 3 activités enzymatiques distinctes portées 
par le même domaine JMJC. En 2007, une étude identifie l’activité enzymatique de JMJD6 
et non des moindres puisqu’il s’agit de la première mise en évidence de la déméthylation 
des arginines (Figure 11b) (Chang et al., 2007). Dans leurs travaux in vitro, les auteurs 
identifient JMJD6 comme déméthylase d’H3R2 et H4R3 mono- ou di-méthylées grâce à 
des analyses de spectrométrie de masse. Toutefois ils renforcent leurs résultats in vitro 
en observant la diminution du profil de méthylation de H3R2 et de H4R3 par 
immunofluorescence dans des cellules HeLa surexprimant JMJD6. D’autres groupes de 
recherche impliquèrent la déméthylation d’H4R3me2 par JMJD6 comme régulateur de la 
transcription (Alahari et al., 2018; Liu et al., 2013; Zhao et al., 2018).  La spécificité de  
substrat n’est pas claire puisque JMJD6 déméthyle les arginines méthylées de 
nombreuses protéines telles que le récepteur aux œstrogènes α (ERα) (Poulard et al., 
2014), HSP70 (Heat shock protein) (Gao et al., 2015), RHA (RNA helicase A) (Lawrence 
et al., 2014), TRAF6 (TNF receptor-associated factor 6) (Tikhanovich et al., 2015), 
G3BP1 (Stress granules-nucleating protein) (Tsai et al., 2017), PAX3 (Paired box 
transcription factor 3) (Wu et al., 2015). La mise en évidence du rôle de la déméthylation 
des arginines par JMJD6 dans l’ensemble de ces travaux repose essentiellement sur des 
techniques dépendantes d’anticorps (immunofluorescence, western blot, 
Figure 13: Prédiction de la structure de JMJD6 




immunoprécipitation). Cependant, les résultats obtenus par spectrométrie de masse 
obtenus par d’autres groupes sont en contradiction avec ceux obtenus par Wang et 
collègues sur la déméthylation des arginines (Islam et al., 2019; Unoki et al., 2013; Wang 
et al., 2014; Webby et al., 2009). En effet, ils observent seulement l’hydroxylation des 
lysines comme déjà rapportés par Wang et collègues.  Contrairement aux membres de la 
famille JMJC, JMJD6 est la seule lysil C-5 hydroxylase, c’est-à-dire qu’elle va hydroxyler le 
5ème carbone de la chaine latérale de la lysine. C’est pourquoi JMJD6 ne peut pas induire 
de déméthylation des lysines méthylées puisque JMJD6 n’hydroxyle pas le carbone qui 
permet de former l’hémiaminal instable aboutissant à la déméthylation (Figure 14). In 
vivo, ils montrent que JMJD6 hydroxyle les histones H2A, H2B, H3 et H4 (Unoki et al., 
2013); ces résultats ont été complétés par des travaux in vitro démontrant 
l’hydroxylation de H3K4, H3K9, H3K14, H4K5 et H4K8 (Islam et al., 2019). Unoki et 
collègues démontrent également que l’hydroxylation des lysines n’inhibe pas la liaison 
de l’histone acetyltransferase p300 ou de l’histone méthyltransferase SMYD3, mais 
réduit l’efficacité de leur réaction. De plus, les auteurs montrent que l’activité 
hydroxylase de JMJD6 est affectée par les motifs N-méthyl lysine (Islam et al., 2019; 
Unoki et al., 2013) et N-acetyl lysine (Unoki et al., 2013). Aucune donnée actuelle 
n’affirme que l’hydroxylation de la lysine des histones par JMJD6 soit une modification 
post-traductionnelle qui module un processus biologique liés à l’ADN. Récemment, une 
étude dévoile que le domaine JMJC de JMJD6 comporterait une 3ème activité 
enzymatique, une tyrosine kinase (Liu et al., 2019). Actuellement seule la tyrosine 39 de 
H2AX a été décrit comme un substrat de la phosphorylation par JMJD6 (Ge et al., 2019; 




Figure 14: Lysil C-5  hydroxylation par JMJD6 




iii. Fonctions  
Le KO murin de JMJD6 a été réalisé et a permis d’identifier les rôles essentiels de JMJD6 
dans le développement de plusieurs organes dont le cerveau, l’œil, le foie, l’intestin et les 
reins. Les auteurs de ces travaux ont également observés que l'absence de JMJD6 causait 
une létalité des embryons au 13ème jour du développement embryonnaire prouvant une 
fonction essentielle et non redondante au cours de celui-ci (Böse et al., 2004). 
L’utilisation de morpholino dirigé contre JMJD6 chez le poisson zèbre affecte 
sévèrement le développement embryonnaire et l’organogenèse du cerveau et du coeur 
(Hong et al., 2004). Pourtant, l’ablation de JMJD6 chez Caenorhabditis elegans ne semble 
pas affecter le développement de l’organisme (Hong et al., 2004). De même, la déplétion 
de JMJD6 chez la drosophile n’altère ni le développement embryonnaire ni la viabilité de 
l’organisme (Krieser et al., 2007). Finalement, ces travaux suggèrent que les fonctions de 
JMJD6 au cours de l’évolution ont pris une importance croissante dans le 
développement.  
1. Régulation transcriptionnelle et post-transcriptionnelle 
Étant donné que la méthylation des histones joue un rôle dans la régulation de la 
transcription, une contribution de JMJD6 à ce processus était attendue via son activité 
d’histone déméthylase. Et effectivement, des travaux montrent son rôle dans la 
libération de la pause transcriptionnelle (Gao et al., 2018; Liu et al., 2013; Miller et al., 
2017). Lors de la pause transcriptionnelle, JMJD6 est recrutée au niveau des régions 
amplificatrices (enhancers) où elle déméthyle H4R3me2. La disparition de cette marque 
des histones libère un complexe inhibiteur de la transcription et ainsi relance la 
transcription (Liu et al., 2013).  
L’une des fonctions récurrentes retrouvée dans la littérature est l’implication de JMJD6 
dans la régulation post-transcriptionnelle et particulièrement dans l’épissage alternatif 
des transcrits de l’ARN pol II (Barman-Aksözen et al., 2013; Heim et al., 2014; Liu et al., 
2017; Palmer et al., 2016; Shin et al., 2019; Webby et al., 2009; Yi et al., 2017). Ce rôle se 
manifeste grâce à un complexe formé de U2AF65, U2AF35 et d’ARN (Heim et al., 2014; 
Webby et al., 2009). U2AF65 (U2 snRNP auxiliary factor 65) est un facteur d’épissage 
des pré-ARNm transcrits par l’ARN pol II (David et al., 2011). Les mécanismes de 
contrôle de l’épissage alternatif médiés par JMJD6 sont toutefois méconnus. De plus  
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JMJD6 est capable d’hydroxyler la lysine 15 et  276 de U2AF65 (Webby et al., 2009) et 
ces modifications modulent l’activité d’U2AF65 (Webby et al., 2009; Yi et al., 2017). Les 
évènements d’épissages alternatifs dépendants de l’activité enzymatique de JMJD6 sont 
médiés majoritairement par U2AF65 (Yi et al., 2017) et ensemble ils co-régulent 
principalement l’inclusion exonique (Yi et al., 2017). Cependant, les auteurs observent 
que l’activité enzymatique de JMJD6 n’est pas requise pour une minorité des 
évènements d’épissages que ce soit pour l’inclusion ou l’exclusion d’exon (Yi et al., 2017) 
suggérant un rôle structurel de JMJD6. Il existe d’autres travaux appuyant un rôle 
structurel de JMJD6. Au cours de la différenciation des cellules du tissu adipeux, la 
transcription et l’épissage alternatif sont régulés indépendamment de l’activité 
enzymatique de JMJD6 (Hu et al., 2015). Notamment son domaine AT hook joue un rôle 
important pour son interaction avec l’ADN et/ou ARN et/ou partenaires protéiques 
variés permettant la formation de complexes modulant des processus biologiques 
comme la différenciation des adipocytes (Reyes-Gutierrez et al., 2019). 
2. Réponse aux dommages à l’ADN 
Comme cité plus haut, JMJD6 est impliqué dans la phosphorylation de la tyrosine 39 du 
variant H2AX afin de promouvoir l’expression des gènes de l’autophagie dans les cellules 
TNBC (Triple negative breast cancer cells) (Liu et al., 2019). Cette même équipe a publié 
que  le phosphorylation de la tyrosine 39 de H2AX était nécessaire et précédait  la 
formation de γ-H2AX et ainsi la signalisation des dommages à l’ADN (Liu et al., 2016). 
Mais les auteurs n’ont pas démontré que JMJD6 est impliquée dans la formation des 
foyers γ-H2AX via la phosphorylation de la tyrosine 39 de H2AXdans la réponse au 
dommage à l’ADN. Récemment, des travaux rapportent que JMJD6 module la SDA 
indépendamment de son activité enzymatique en utilisant un mutant catalytiquement 
inactif (Huo et al., 2019). Huo et collègues observent que JMJD6 est recruté au niveau des 
dommages induits par laser dans des cellules U2OS et qu’il participe au modelage de 
l’épigénome en réponse au dommage. Notamment à travers le recrutement de SIRT1, 
une histone déacetylase, qui va déacetyler H4K16Ac et défavoriser l’ouverture de la 
chromatine provoquée par l’acétylation. Ils montrent que la surexpression ou la 
déplétion de JMJD6 altère la signalisation des dommages en perturbant la régulation fine 
de l’épigénome autour des lésions de l’ADN. La discordance de leurs résultats par 




Selon BioXpress, une banque de donnée répertoriant l’expression des gènes associés au 
cancer (Dingerdissen et al., 2018), JMJD6 est surexprimé dans de nombreux cancers tels 
que le cancer du poumon, sein, colon, cerveau, etc. Dans la plupart des cas, sa 
surexpression corrèle avec la progression tumorale, la transition épithélio-
mésenchymateuse, l’apparition de métastase, la tumorigenèse (Aprelikova et al., 2016; 
Lee et al., 2012; Liu et al., 2017; Miller et al., 2017; Wan et al., 2019; Wang et al., 2014; 
Wong et al., 2019; Zhang et al., 2017; Zhou et al., 2017) et les caractéristiques souches 
des cellules cancéreuses souches (Lee et al., 2016). L’ensemble de ces données désigne 
JMJD6 comme un potentiel oncogène dont la surexpression dans les cancers est associée 
à un mauvais pronostic. J’ai recherché les mutations relevées de JMJD6 dans les 
différents cancers à l’aide de BioMuta, une banque de donnée recensant le 
polymorphisme nucléotidique des gènes d’intérêts retrouvé dans diverses pathologies, 
et je n’ai retrouvé aucune mutation ponctuelle annotée comme inactivatrice de l’activité 
enzymatique. Cela suggère que l’activité enzymatique de JMJD6 est utile pour son rôle 
oncogénique. 
Le champ d’investigation du rôle de JMJD6 dans la maintenance de l’intégrité du génome 
n’est pas totalement exploré et ne l’était pas du tout au début de ma thèse. Au cours d’un 
criblage, j’ai identifié JMJD6 comme un acteur potentiel de la signalisation des 
dommages à l’ADN. Je vais maintenant illustrer et discuter l’étude que j’ai menée sur le 













Les dommages à l’ADN sont nocifs pour la survie cellulaire et l’ADN lésé nécessite d’être 
restaurer. Pour cela, les cellules disposent de mécanismes de réparation mobilisés par 
signalisation mise en place au cours de la réponse au dommage.  Cette signalisation 
provoque le remodèlement du paysage chromatinien dont la méthylation des histones. 
Le dépôt des groupements méthyl est effectué par les histone méthyltransférases qui 
jouent un rôle dans la réponse au dommage de part leur activité enzymatique. En effet, 
la méthylation de H4K20, aux abords de la CDB, par MMET favorise la réparation par 
NHEJ via le recrutement de 53BP1 (Pei et al., 2011) ou encore la triméthylation de 
H3K36 par SETD2 aux voisinages de la CDB permet d’initier la HR via le recrutement de 
CTIP (Pfister et al., 2014). Cependant la méthylation est une marque vive grâce à 
l’intervention des histone déméthylases parmi lesquelles certaines sont recrutées au 
dommage induit par laser comme LSD1 (Mosammaparast et al., 2013), KDM3C 
(Watanabe et al., 2013), KDM4B (Young et al., 2013), KDM4D (Khoury-Haddad et al., 
2014) et KDM5A (Gong et al., 2017). Mais la famille des histone déméthylases est grande 
(Figure 12) et leur rôle dans la réponse au dommage était peu connu au début de ma 
thèse. L’équipe de Didier Trouche avait pour projet d’étudier l’implication de toutes les 
histone déméthylases dans la réparation des CDB auquel j’ai contribué au cours de mon 
doctorat. Un criblage a donc été réalisé en utilisant une banque d’ARN interférant dirigée 
contre 28 HDM et 4 putatives dans des cellules U2OS. Les foyers γ-H2AX ont ensuite été 
quantifiés 1h et 6h après une dose d’irradiation de 8Gy. JMJD6 a été identifiée comme 
étant un acteur potentiel de la SDA dont l’étude menée vous est présentée, ci-dessous, 
dans l’article soumis et en révision chez PLoS Genetics ci-dessous. Je vais dans la partie 
suivante vous présenter les messages principaux présents dans l’article. Cependant, 








Dans cette étude, j’ai déterminé la contribution de JMJD6 dans la stabilité génétique de 
l’ADNr via sa participation dans la réponse aux dommages à l’ADN créés par 
l’endonucléase AsiSI ou l’endonucléase Cas9ou rayonnement γ. J’ai utilisé 
principalement les cellules d’ostéosarcomes humains U2OS comme modèle cellulaire 
dans lesquelles j’ai soit déplété JMJD6 par ARN interférant, soit invalidé son expression 
génique par CRISPR/cas9. J’ai ré-introduit stablement dans les lignées KO JMJD6 
sauvage ou mutée pour son activité enzylatique (H187A-D189A-H273A). L’ensemble de 
ces outils ont été employé afin de déterminer le rôle de JMJD6 dans la réponse aux 
dommages générés dans l’ADNr. Les principaux résultats de mon article sont lui 
suivants : 
- JMJD6 est recruté rapidement aux dommages induits par laser dans le nucléole 
de manière indépendante de son activité enzymatique. 
- La déplétion de JMJD6 est associée à une sensitivité accrue aux CDB induits 
spécifiquement par CRISPR/Cas9 dans l’ADNr des cellules U2OS. 
- JMJD6 participe à la formation des « nucleolar caps » en réponse aux dommages 
sans affecter l’inhibition de la transcription de l’ADNr. 
- JMJD6 module l’interaction Treacle-NBS1 ainsi que le recrutement de NBS1 dans 
le nucléole en réponse aux dommages. 
- La déplétion de JMJD6 cause des pertes de copies de l’ADNr et des 
réarrangements des unités de l’ADNr 
- Le découplage entre l’arrêt de transcription et la formation des « nucleolar caps » 
- Les « nucleolar caps » semblent nécessaires pour maintenir l’intégrité de l’ADNr 
en réponse aux dommages. 
L’ensemble de ces résultats suggère que JMJD6 participe à la réponse aux dommages à 
l’ADNr qui aboutit à la formation des « nucleolar caps » dans lesquels la réparation 
aurait lieux pour maintenir l’intégrité de l’ADNr. 
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Abstract
Ribosomal DNA (rDNA) is the most transcribed genomic region and contains hundreds of
tandem repeats. Maintaining these rDNA repeats as well as the level of rDNA transcription
is essential for cellular homeostasis. DNA damages generated in rDNA need to be efficiently
and accurately repaired and rDNA repeats instability has been reported in cancer, aging
and neurological diseases. Here, we describe that the histone demethylase JMJD6 is rap-
idly recruited to nucleolar DNA damage and is crucial for the relocalisation of rDNA in nucle-
olar caps. Yet, JMJD6 is dispensable for rDNA transcription inhibition. Mass spectrometry
analysis revealed that JMJD6 interacts with the nucleolar protein Treacle and modulates its
interaction with NBS1. Moreover, cells deficient for JMJD6 show increased sensitivity to
nucleolar DNA damage as well as loss and rearrangements of rDNA repeats upon irradia-
tion. Altogether our data reveal that rDNA transcription inhibition is uncoupled from rDNA
relocalisation into nucleolar caps and that JMJD6 is required for rDNA stability through its
role in nucleolar caps formation.
Author summary
Ribosomal DNA is composed of repeated sequences and is the most transcribed genomic
region. Transcription of rDNA is essential for cellular homeostasis and cell proliferation.
Numerous pathologies such as cancer and neurological disorders are associated with
defective rDNA repeats maintenance. The mechanisms involved in the control of rDNA
integrity involve major DNA repair pathways such as Non-Homologous End Joining and
Homologous Recombination. However, how they are controlled and orchestrated is
poorly understood. Here, we identified JMJD6 as a new member of the maintenance of
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rDNA integrity. We observed that JMJD6 controls the recruitment of NBS1 in the nucleo-
lus in order to lead to the proper management of rDNA damages
Introduction
Cells are continuously exposed to DNA damages which are repaired by different DNA repair
pathways according to the nature of the damage (double- or single-strand breaks, base mod-
ifications,. . .). DNA double-strand breaks (DSBs) are among the most deleterious DNA dam-
age and cells have developed two main pathways to repair them: homologous recombination
(HR) and non-homologous end joining (NHEJ)[1]. Moreover, the deleterious effects of DNA
damage also depend on where damages occur within the genome with damages in transcribed
regions being potentially the most detrimental. In this study, we focused on ribosomal DNA
(rDNA) the most transcribed genomic locus. It is composed of tandem repeats (200–300) pres-
ent on the five acrocentric chromosomes in human cells [2]. In interphase cells, rDNA local-
ises within specialized subcompartments, the nucleoli, in which rDNA transcription and
rRNA processing take place.
Maintaining the number of rDNA repeats as well as their level of transcription is crucial for
cellular homeostasis [3]. Instability of the rDNA repeats was reported in cancer [4] and Bloom
and ataxia-telangectasia cell lines [5,6]. Therefore, DSBs generated in rDNA need to be effi-
ciently and accurately repaired to prevent inaccurate recombination events that could result in
loss of repeats in such repetitive regions. To date, repair of DSBs occurring at rDNA repeats is
poorly understood and the mechanisms involved remain controversial [7,8]. Indeed, some
studies have proposed that rDNA DSB repair is mediated by NHEJ within the nucleolus
[9,10]. However, persistent breaks are relocalised to nucleolar caps at the periphery of the
nucleolus. This process is ATM-dependent and is tightly linked to transcription inhibition
[9,10,11,12]. Those breaks directed to nucleolar caps may possibly be more accessible to nucle-
oplasmic repair proteins and may be repaired by the action of HR proteins shown to be present
at the nucleolar periphery throughout the cell cycle [13]. Lastly, a distinct nucleolar DNA dam-
age response involving ATR activation and an ATM-TCOF1-MRN axis was identified to
mediate rDNA transcription inhibition concomitantly to nucleolar restructuring in response
to rDNA induced DSB [12,14] and under osmotic stress [15].
DNA repair is influenced by the chromatin context that can be specified by histone post
translational modifications [16,17,18]. In this study, we identify JMJD6, a member of the his-
tone demethylase family, as an important player of the response to DNA damage occurring in
rDNA. JMJD6 is a member of the Jumonji C domain-containing proteins family and has been
described as presenting two enzymatic activities, an arginine demethylase contributing to his-
tone methylation control [19] and a lysyl hydroxylase activity targeting non histone proteins
such as p53 [20] and the splicing factor U2AF65 [21]. Recently, an additional function for
JMJD6 as a tyrosine kinase targeting the Y39 tyrosine of the histone variant H2A.X has been
reported in triple negative breast cancer cell lines overexpressing JMJD6 [22]. JMJD6 was also
shown to modulate the DNA damage response independently of its enzymatic activity through
the modulation of histone H4 acetylation. The authors report that its depletion leads to
increased DNA double strand breaks repair and resistance to ionizing radiations [23]. Here we
show that JMJD6 is recruited to DNA damages generated in the nucleolus and is important for
their repair, therefore favouring rDNA arrays stability. Furthermore we show that JMJD6 is
necessary for the relocalisation of the repair factor NBS1 in the nucleolus upon DNA damage,
thus providing novel insights into the mechanisms underlying repair of rDNA DSBs.
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Results
JMJD6 is involved in the DNA damage response to ionizing radiation
In order to obtain an integrated view of the involvement of histone demethylases in the
response to DNA damage, we performed a screen using a siRNA library directed against all
known or putative (Jumonji domain-containing proteins) histone demethylases in U2OS cells.
Using as a read-out the DNA damage γH2AX foci formation, we identified JMJD6 as a hit
whose depletion caused higher γH2AX staining following ionizing radiation (IR) exposure. To
confirm these observations and to rule out possible off-target effects, we used two additional
siRNAs directed against JMJD6, which efficiently decreased JMJD6 expression (Fig 1C). We
observed that transfection of any of these siRNAs increased γH2AX staining both before and
in response to IR (Fig 1A and 1B). Taken together, these data indicate that JMJD6 is required
for the normal response to irradiation-induced DNA damage in U2OS cells. We then assayed
the effect of JMJD6 depletion on the two major DSB repair pathways, Non-Homologous End
Joining (NHEJ) and Homologous Recombination using cell lines with specific reporter sys-
tems. JMJD6 depleted cells did not exhibit defects on HR efficiency (Fig 2A). However, NHEJ
Fig 1. JMJD6 expression is required for the normal DNA damage response to ionizing radiation exposure. (A). Images of U2OS cells transfected with the
indicated siRNA, exposed to ionizing radiations (8 Gy) and subjected to DAPI and gH2AX staining one hour or six hours following irradiation, as indicated. Scale bar
50 μm. (B). Quantification of gH2AX staining by high throughput microscopy in cells from A. A minimum of 200 cells were quantified for each conditions. A
representative experiment from 3 is shown. The p values of the difference between the indicated samples are shown (Wilcoxon test). (C). siRNA efficacy tested through
Western blot analysis on whole cell extracts.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g001
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Fig 2. DSB repair using NHEJ is affected by JMJD6 depletion. (A) Relative frequency of Homology-Driven Repair of DSB in JMJD6 depleted cells. the
percentage of GFP positive cells was measured by flow cytometry and calculated relative to 1 in cells transfected by the control siRNA. The mean and standard
deviation from four entirely independent experiments are shown. The right panel shows a Western blot monitoring I-SceI expression in the different
transfected cells. (B) Same as in A except that GCS5 human fibroblasts containing a reporter system for NHEJ were used. The p values of the difference to the
control siRNA are indicated (Student t test). (C) U2OS cells transfected by a plasmid expressing JMJD6-GFP fusion protein and subjected to local laser
irradiation 24h later. Images of cells before and after the indicated time following nucleus laser irradiation are shown. The red dashed lines represent the laser
irradiated region in the nucleus. insert: magnification of the nucleolus irradiated regions. Scale bar 5 μm.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g002
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efficiency was significantly decreased (Fig 2B), indicating that JMJD6 expression is required
for NHEJ.
We next tested whether the effect of JMJD6 on DNA damage signaling and repair could be
direct by assessing the recruitment of GFP-tagged JMJD6 to sites of laser induced-DNA dam-
age using live cell imaging. We consistently observed a strong enrichment of JMJD6-GFP at
DNA damage induced in the nucleolus (Fig 2C) which was not detected when using
53BP1-GFP, as a positive control, or GFP alone as a negative control (S1A and S1B Fig). In
addition, the recruitment of JMJD6-GFP at DNA breaks in the nucleolus was quicker (around
1-2min) than that of 53BP1 in the nucleoplasm (10 min). Of note, in some cells expressing
GFP-tagged JMJD6, we found some enrichment of JMJD6 at nucleoplasm sites of DNA dam-
age (S1C Fig). Note that this was not observed in all cells whereas JMJD6-GFP was systemati-
cally recruited to damage induced in the nucleoli. JMJD6-GFP recruitment to these latter
damages was also observed in MRC5 cells, a non transformed cell line (S1D Fig). Thus, these
data indicate that JMJD6 is rapidly recruited to DNA damage sites which occur in the nucleo-
lus, strongly suggesting that it could play a direct role in DNA damage signaling and repair fol-
lowing breaks occurring at nucleolar DNA. We also investigated the recruitment of JMJD6 to
endonuclease-mediated DSBs by ChIP experiments. We constantly observed the presence of
JMJD6 at rDNA in the absence of breaks induction. However, we did not observe any further
enrichment in the vicinity of induced DSBs (S2 Fig). This result could be due to a rapid and
transient recruitment of JMJD6 to DSBs at the rDNA. Because of the repetitive nature of
rDNA, the presence of JMJD6 at uncut repeats could mask its recruitment to breaks induced
at only few copies. Nevertheless, these data show a recruitment of JMJD6 at rDNA, consistent
with a role in rDNA damage management.
Cells deficient for JMJD6 are sensitive to DNA damage occurring within
rDNA
We next tested whether JMJD6-depleted cells, which have an impaired DNA damage response,
are sensitive to irradiation by performing clonogenic cell survival assays post-irradiation. We
generated JMJD6 KO cell lines (JMJD6 -/-) by CRISPR-mediated genome editing in U2OS
cells. We found that these cells are more sensitive to IR than parental cells (Fig 3A, see S3A
and S3B Fig for another clone of KO cells). Importantly, these JMJD6 KO cells complemented
with the expression of JMJD6 from a plasmid were less sensitive than KO cells, regaining
nearly equivalent sensitivity to IR than parental cells (Fig 3A and S3C and S3D Fig). Thus,
these data indicate that the defect in the DNA damage response and repair observed upon
JMJD6 knock down using siRNA translates into increased sensitivity to DNA damages in
JMJD6-negative cells. We also re-introduced in JMJD6 KO cells a mutant, which harbors 3
point mutations in the catalytic domain of JMJD6 preventing Fe(II) binding [19]. This mutant
disrupts both the hydroxylation and demethylase activity, given that hydroxylation is the first
step towards demethylation. Interestingly, cells complemented with this mutant form of
JMJD6 (KO+Mut) showed no complementation for sensitivity to IR (Fig 3A) although it was
recruited at laser-induced damage as observed for the WT form of JMJD6 (S4 Fig). JMJD6 was
also shown to harbor tyrosine kinase activity [22]. However, in this study, no mutant having
lost this activity while retaining the hydroxylase/demethylase activity is described [22], pre-
cluding the investigation of the specific role of its kinase activity.
The recruitment of JMJD6 at nucleolar damage sites suggests that it could be involved in
rDNA damage response and repair. To test whether JMJD6 depletion could lead to increased
sensitivity to damages generated specifically in the nucleolus, we carried out a cell survival
assay following the targeted induction of rDNA breaks using CRISPR-cas9 and a guide RNA
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targeting rDNA [13]. In this experiment, we included a control guide RNA targeting the
ATP1A1 gene coding for the Na/K pump together with a donor DNA, which renders genome-
edited cells resistant to ouabain [24] (Fig 3B). By performing clonogenic experiments in the
presence of ouabain, we could thus rule out any effect of JMJD6 depletion on Cas9 or guide
RNA expression. In the absence of control guide RNA targeting the ATP1A1, ouabain treat-
ment killed all cells, whereas transfection of this guide led to the generation of many ouabain
resistant clones, reflecting targeted genome editing at the ATP1A1 gene (Fig 3C, left). Co-
transfecting the guide RNA targeting rDNA strongly diminished the number of ouabain-resis-
tant colonies (Fig 3C, right), indicating that DSBs in rDNA impaired cell survival. Interest-
ingly, depletion of JMJD6 further decreased cell survival upon CRISPR-induced rDNA breaks
(Fig 3C and 3D). Taken together, these data indicate that the full expression of JMJD6 is specif-
ically required for the management of DSBs occurring at the rDNA locus, consistent with our
finding that JMJD6 can be recruited to the nucleolus upon DNA damage.
JMJD6 depletion generates genetic instability at rDNA repeats
Faithful repair of DSBs occurring in rDNA allows the maintenance of rDNA repeats integrity.
rDNA repeats are present on the five acrocentric human chromosomes and can be visualized
in metaphase as ten UBF foci, which correspond to the Nucleolus Organizer Regions (NORs)
(Fig 4A) [9,13]. To study the involvement of JMJD6 in preserving rDNA stability JMJD6 KO
or control cells were subjected or not to IR (2Gy) followed by a 30h recovery period before
scoring the number of NORs using UBF as a marker (Fig 4A and 4B). As expected, the median
number of NORs in control cells was around ten. In JMJD6 KO cells, a significant decrease
was already observed in absence of DNA damage (median number of 9) meaning that JMJD6
is necessary even in absence of external DNA damage. After IR exposure an additional loss of
NORs was observed (Fig 4B). This decrease in NOR number corresponds to a bona fide loss of
rDNA sequences since UBF expression was unchanged (Fig 4C). Moreover, it does not result
in an off-target modification of the KO cell line since the number of NORs was largely pre-
served in JMJD6 complemented-KO cells (Fig 4B). Thus, these data indicate that JMJD6
expression is required for the maintenance of the number of NORs upon irradiation, indicat-
ing its major role in the maintenance of rDNA repeats integrity. To better characterize the
genetic instability at rDNA in response to DNA damage we performed DNA FISH combing
using fluorescent FISH probes targeting rDNA (Fig 4D). Example of normal rDNA repeats
organized in head-to-tail (regular succession of red-green units) is shown and ascribed as
canonical. Example of rDNA rearrangements identified as non-canonical are pointed by a
star. Results show that in absence of external DNA damage JMJD6 depletion per se induced a
higher level of rDNA rearrangements (Fig 4E). In response to induced-DSB we observed an
increase in rDNA rearrangements in control cells which was higher in JMJD6-depleted cells.
Fig 3. JMJD6-depleted cells are more sensitive to DSBs induced in rDNA. (A) Clonogenic cell survival assay performed on U2OS cells,
JMJD6-KO and JMJD6-KO- complemented cell lines with WT (KO+WT) and catalytic inactive forms of JMJD6 (KO+Mut) and exposed to
increased doses of irradiation. The mean and standard deviation from three independent experiments are plotted. A similar experiment with
another clone is shown in S3 Fig. Expression of JMJD6 in the different cell lines examined by Western blot. The bar indicates that the original
image was cut to remove unnecessary lanes. (B) Scheme of the CRISPR experiment designed to test the sensitivity of JMJD6 depleted cells
subjected to targeted rDNA breaks. U2OS cells were transfected with a vector expressing a guide RNA targeting the rDNA (sgrDNA) together
with a guide RNA targeting the ATP1A1 gene (sgRNA ATP1A1) and a donor DNA rendering ATP1A1 resistant to ouabain. As a control an
empty vector not coding for guide RNA targeting rDNA but with a guide RNA targeting the ATP1A1 gene (sgRNA ATP1A1) and a donor DNA
rendering ATP1A1 resistant to ouabain was used. 10 days later, clones were stained with crystal violet. (C) Example of a typical experiment. (D)
Quantification of the experiment, the number of clones was calculated relative to 100, with 100 corresponding to cells transfected by the control
siRNA. The mean and standard deviation from three independent experiments are plotted. The p values of the difference between the siJMJD6
samples and the Ctrl siRNA sample are indicated (Student t test).
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g003
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Together these results confirm that JMJD6 is important to preserve rDNA from major
rearrangements.
JMJD6 interacts with Treacle and controls the NBS1-Treacle interaction in
response to DNA damage
We next investigated the mechanism by which JMJD6 could influence DNA repair in the
nucleolus. To characterize the JMJD6 interactome, we raised a K562-derived cell line in which
the endogenous JMJD6 gene was edited with CRISPR/cas9 to produce a C-terminal 3xFlag/
2xstreptavidin-tagged JMJD6 protein. After tandem affinity purification from nuclear soluble
extracts, we examined JMJD6-interacting proteins by mass spectrometry. Consistent with the
known role of JMJD6 in mRNA splicing [25,26], we recovered many proteins linked with the
spliceosome apparatus and mRNA 3’-end processing (CPSF, SYMPK, DDX41, WDR33), vali-
dating our experimental strategy (S1 Table). In addition, our results showed proteins specific
for the nucleolar compartment and associated with rDNA transcription (Fig 5A). Among
them, TCOF1 (Treacle) drew our attention as it participates in the response to DNA damage
in the nucleolus [27,28]. Importantly, this interaction was also observed by BioID when using
TCOF1 as a bait, indicating that the two proteins are very close in the cells (Fig 5B and S2
Table). We confirmed the JMJD6-TCOF1 interaction in U2OS cells by performing Proximity
Ligation assay (PLA) (Fig 5C and 5D) and co-immunoprecipitation (Fig 5E) and found with
confocal microscopy that they co-localise in the nucleolus (S5 Fig).
Next we checked the effect of JMJD6 depletion on TCOF1 function. Immunofluorescence
analysis, showed that TCOF1 expression and localisation were not significantly altered in
JMJD6 KO cells (S6B and S6C Fig). Interestingly, TCOF1 has been reported to interact with
NBS1, allowing its relocalisation into the nucleolus in response to DNA damage to repress
rDNA transcription [27,28]. We thus performed a PLA assay for monitoring Treacle-NBS1
interaction after DNA damage according to JMJD6 status. Using the JMJD6 KO cell line and
the WT or Mutant -complemented cell lines, we observed a higher level of interaction between
NBS1 and Treacle in JMJD6 KO and Mutant-complemented cell lines compared to WT-com-
plemented cell line after IR exposure (Fig 6 and S7 Fig). The proximity of the three proteins
was confirmed by confocal microscopy in NBS1-GFP transfected cells (S8 Fig). These results
suggest that JMJD6 controls the extent of the NBS1-Treacle interaction.
JMJD6 depletion does not relieve rDNA transcription repression
The TCOF/NBS1 complex has been shown to mediate transcriptional silencing of rDNA
repeats upon DNA breaks induced at rDNA. To analyse the effect of JMJD6 depletion on
Fig 4. JMJD6 expression is required for rDNA repeat integrity following DNA damage (A) Representative image showing individual NORs
in a U2OS cell in metaphase stained using an anti UBF antibody. Scale bar 5 μm. (B) Ionizing radiation (2 Gy) exposure of U2OS cells, U2OS
cells inactivated for JMJD6 expression (KO) and a clone from the latter cell line in which wild type JMJD6 was reintroduced (KO + wt). The
number of UBF foci in cells was then counted and the results represented as box plot. For each point a minimum of 50 metaphases were
scored. Results from one representative experiment from 2 independent experiments is shown. The p values of the difference between the
indicated samples are shown (Wilcoxon test). (C) Western blot analysis of UBF expression in the different cell lines. (D) Evaluation of rDNA
rearrangements by FISH combing. Representation of a rDNA repeat with the position of the DSB induced by AsiSI after OHTam treatment.
The green and red lines represent the FISH probes used in DNA FISH combing experiments and targeting two adjacent sequences in the
rDNA. An example of a canonical array (without rDNA rearrangement) is shown. Note that the green and red probes are in the same order
throughout the array. An example of a non-canonical (with rDNA rearrangement indicated by a star) rDNA repeat is also shown. E.
Quantification of non-canonical rearrangements measured before and after DSB induction in siRNA control and siRNA JMJD6-depleted cells.
Quantification was performed on duplicate samples with more than 400 units examined on each samples. Results are the mean +/- s.e.m. of
three independent experiments. � p<0.1 was considered as significant. p values of the difference in non induced DSB were calculated using
Student t test and are p = 0.04 and p = 0.08 for siJMJD6-1 and siJMJD6-2, respectively. p values of the difference after DSB are p = 0.076 and
p = 0.073 for siJMJD6-1 and siJMJD6-2, respectively.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g004
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rDNA transcription we used the DIvA cell line in which DSBs are produced across the genome
by the AsiSI endonuclease [29] one of which being located within rDNA and potentially gener-
ating one DSB per rDNA repeat [30]. As expected, control cells showed a decrease in rDNA
transcription following DSB induction, as measured by the incorporation of 5-FUrd metabolic
labelling (Fig 7A and 7B). Interestingly, rDNA transcription was further decreased in JMJD6-
depleted cells compared to control cells (Fig 7) while rDNA transcription in the absence of
DNA damage remained largely unaffected (although in some experiments such as the one
shown in Fig 7C, we could observe a slight decrease of basal rDNA transcription upon JMJD6
knock-down). Similar effects on rDNA transcription repression were observed 1h post IR (8
Gy), with a further reduction of transcription in JMJD6 depleted cells (Fig 7C and 7D). Inter-
estingly, rDNA transcription levels had fully recovered 6 hours following IR in both control
and JMJD6-depleted cells (Fig 7C and 7D), indicating that the rDNA transcription decrease
observed upon JMJD6 depletion was transient. We confirmed these results in the MRC5 cell
line in which we generated specific DNA damage in rDNA using CRISPR-Cas9 (S9 Fig). Alto-
gether, these data show that JMJD6 expression defect leads to a slightly more efficient tran-
scriptional repression upon DNA breaks induction. This is consistent with the increase in
TCOF1/NBS1 interaction we observed in the absence of JMJD6, given that this complex medi-
ates rDNA transcriptional repression. Note however that we cannot rule out the possibility
that this higher transcriptional repression is due to higher levels of unrepaired DNA damage
in the absence of JMJD6.
JMJD6 is required for nucleolar caps formation
The Treacle/NBS1 complex was also shown to be important for the relocalisation of rDNA at
the nucleolar periphery in structures called nucleolar caps, upon induction of DSBs in rDNA
[9,13]. We thus tested the involvement of JMJD6 in this process by detecting nucleolar caps by
UBF staining [30]. As expected, upon DSB induction in rDNA using DIvA cells, nucleolar
caps were readily formed in a significant proportion of cells (Fig 8A). Strikingly, less cells dis-
playing nucleolar caps were observed in JMJD6 depleted cells compared to control cells (Fig
8B). This decrease in nucleolar caps formation was not caused by an altered expression of UBF
(Fig 8C), nor by changes in cell cycle distribution (S10 Fig). Similar results were obtained after
exposure to a high dose of IR (20 Gy 6h) showing that the defective generation of nucleolar
caps in JMJD6 depleted cells was not restricted to endonuclease-generated DNA damages (S11
Fig). More importantly, these results were confirmed by using the CRISPR-Cas9 system induc-
ing targeted DSB at rDNA (Fig 8D and 8E). This result indicates that it is not due to a signaling
from DNA breaks induced outside the nucleoli. JMJD6 depletion by siRNA also affected
nucleolar caps produced upon induction of breaks in the rDNA in the immortalized MRC5
cell line, demonstrating that it is not restricted to U2OS cells (Fig 8E). Altogether, these data
indicate that JMJD6 expression is required for the formation of nucleolar caps. Importantly,
nucleolar caps have been proposed to be associated with rDNA transcription inhibition in
response to DNA damage [11]. However, here we show that nucleolar caps formation and
Fig 5. JMJD6 interacts with TCOF1 (Treacle). (A) List of JMJD6 interactors identified after mass spectrometry (total spectral counts) after tandem affinity
purification of endogenous JMJD6 isolated from K562 cells before and after DNA damage induced with etoposide (20μM 1h). See S1 Table for complete results.
(B) Selected list of interaction partners associated with TCOF1 detected by BioID with and without etoposide treatment. See S2 Table for complete results. (C)
Images of JMJD6-V5/Treacle (TCOF1) interaction revealed by Proximity Ligation Assay (PLA) in cells exposed to IR (5 Gy, 1h post IR). Scale bar 5 μm. (D).
Quantification of PLA-induced spot for the different conditions of antibodies was performed on at least 200 cells for each conditions. (E) Co
immunoprecipitation of TCOF1 with JMJD6. Total cell extracts from U2OS cells were immunoprecipitated with TCOF1 or V5 antiboby or no antibody as a
control and revealed by Western blot for Treacle and JMJD6-V5 presence. The bars indicate that the original image was cut to remove unnecessary lanes. Note
that the ECL substrate was exhausted in the V5 Western blot in the V5 and TCOF1 IP because of the very strong signal given by V5-tagged JMJD6 in the V5 IP
or the immunoglobulin in the TCOF1 IP.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g005
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transcription inhibition can in fact be uncoupled since JMJD6 depleted cells display transcrip-
tional repression, with yet less nucleolar caps when measured in identical conditions (in DiVA
cell lines treated 4 hours with OHTam to induce AsiSI DSB).
Previous studies showed the importance of ATM signaling for the generation of nucleolar
caps and transcription inhibition [9,13]. We thus investigated the relationship between JMJD6
and ATM in the pathway leading to nucleolar caps. First, we tested the activation of ATM in
the different cell lines in response to IR. As shown in the Fig 9A, ATM was normally activated
in WT- and JMJD6-KO cell lines in response to IR. Then, we tested whether ATM signaling
and JMJD6 were in the same pathway for the generation of nucleolar caps. As previously
described for JMJD6 knockdown cells (Fig 8B), JMJD6 KO cells were defective for nucleolar
caps formation. JMJD6-KO cells complemented with the WT form of JMJD6 presented more
nucleolar caps, this increase being sensitive to ATM inhibition (Fig 9B). Thus, these data indi-
cate that JMJD6 and ATM are in the same pathway. Considering that ATM activation is nor-
mal upon JMJD6 inactivation and that the ATM-dependent transcription inhibition process is
not abolished upon JMJD6 knock-down, these data suggest that JMJD6 lies downstream of
ATM in the pathway leading to nucleolar caps formation.
JMJD6 affects the recruitment of NBS1 into the nucleolus in response to
DNA damages
DNA damages in the nucleolus need to be repaired before restart of the transcription. To
repair DSB cells can use HR or NHEJ. The most rapid pathway to repair DSB is the use of
NHEJ but for complex lesions or DSB requiring faithful repair cells can use homologous
recombination. Both processes are influenced by NBS1 via its involvement in the MRN com-
plex. Because we observed that JMJD6 interact with TCOF1 we wondered whether JMJD6
could alter NBS1 recruitment into the nucleolus.
To test whether JMJD6 exerts a similar role to TCOF1 in the control of NBS1 localisation,
we assayed the presence of NBS1-GFP foci in the nucleolus of JMJD6 KO cells in response to
IR (Fig 10A). As expected, we observed an increase in NBS1 foci in the nucleolus of control
cells in response to IR exposure. In contrast, IR-induced nucleolar localization of NBS1 was
strongly decreased in JMJD6 KO cells, an effect which was reversed when these cells were com-
plemented with JMJD6 but not in the cells complemented with the demethylase-defective
form of JMJD6 (Fig 10B). These results are not the consequence of altered expression or cellu-
lar localization of TCOF1 in the JMJD6 KO cell line (S6B and S6C Fig). In addition, we
observed that NBS1 and TCOF1 co-localize in JMJD6 KO cells (S6D Fig). These results show
that JMJD6 and its enzymatic activity are required for the recruitment of NBS1 to the nucleo-
lus in response to DNA damage, providing a direct link between JMJD6 and the presence of
DNA repair factors in the nucleolus.
Discussion
Here, we demonstrate for the first time that the JMJD6 histone demethylase is important for
the response to DSBs occurring at rDNA repeats in the nucleolus. This conclusion relies on
four independent lines of evidence: first, JMJD6 is mobilized upon DNA damages induced in
Fig 6. JMJD6 controls the interaction between Treacle and NBS1. (A) Images of NBS1/Treacle interaction revealed by Proximity Ligation
Assay (PLA) in cells exposed to IR (5 Gy, 1 h post IR). Scale bar 50 μm. The bottom panels show magnifications from selected regions from
these images.(B) Quantification of PLA-induced spot for the different conditions of antibodies was performed on at least 200 cells for each
conditions. One representative experiment from four independent experiments is shown. Two other experiments are shown in S7 Fig. The p
value of the difference between KO and KO+Mut to KO+WT are shown.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g006
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Fig 7. JMJD6 expression favours rDNA transcription following DNA damage. (A) Level of rDNA transcription assessed through 5FUrd incorporation following 4
hours of endonuclease-mediated DSBs (AsiSI) in U2OS DIVA cells transfected with the indicated siRNA, insert: a magnified region of the image. Scale bar 5 μm. (B)
Quantification of 5FUrd staining by high throughput microscopy in cells from A. A representative experiment from 2 independent experiments is shown. The p values
of the difference between the indicated samples are shown (Wilcoxon test). (C) Same as in A, except that cells were exposed to ionizing radiation (IR) (8 Gy) or not and
stained 1 hour or 6 hours following irradiation. Scale bar 5 μm. (D) Quantification of 5FUrd staining by high throughput microscopy in cells from C. A representative
experiment from 2 independent experiments is shown. For each data point a minimum of 200 cells were quantified. The p values of the difference between the indicated
samples are indicated (Wilcoxon test).
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g007
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the nucleolus. Second, JMJD6-depleted cells are more sensitive to DSBs specifically occurring
in rDNA. Third, JMJD6 depleted cells harbour genetic instability at rDNA loci upon DNA
break induction. Fourth, JMJD6-depleted cells are defective for the formation of nucleolar
caps in which repair of persistent DSBs by homologous recombination is generally thought to
occur.
Importantly, JMJD6 influences transcription [31]. We thus cannot rule out the hypothesis
that some of the functions of JMJD6 in rDNA breaks management are due to indirect effect on
the expression of repair proteins. We tested the mRNA levels of several repair proteins and
none of them were significantly affected in JMJD6 KO cells (S6A Fig). In addition, the expres-
sion and localization of two essential components of the cellular response to nucleolus DNA
damage, NBS1 and Treacle [12,14,28] are not altered (S6B and S6C Fig). Moreover, two lines
of evidence point towards a direct role of JMJD6 in rDNA breaks management: Firstly, JMJD6
is recruited to DNA breaks induced in the nucleolus. Secondly, JMJD6 physically interacts
with TCOF1, a nucleolar protein whose function in rDNA breaks management is proven
[12,14,28].
Fig 8. Nucleolar caps formation in response to DNA damage. (A) Images from endonuclease-induced DSB (4 hours of OHTam treatment) in DIVA
cells showing nucleolar caps revealed by UBF foci formation at the nucleolus periphery. The arrows point towards nucleolar caps. Scale bar 5 μm. (B)
Quantification of nucleolar caps positive cells after JMJD6 depletion using siRNA. (C) Western blot analysis of UBF expression after siRNA-induced
JMJD6 depletion. (D) Quantification of nucleolar caps positive cells in parental U2OS and JMJD6 KO and complemented (KO+WT) cell lines after
generation of rDNA DSB using CRISPR-Cas9. Images of nucleolar caps revealed by UBF staining in Cas9-GFP transfected cells. The arrows point
towards nucleolar caps. (E) Quantification of nucleolar caps positive cells after JMJD6 depletion using siRNA in the MRC5 cell line and generation of
rDNA DSB using CRISPR-Cas9. Images of nucleolar caps revealed by UBF staining in Cas9-GFP transfected cells. The arrows point towards nucleolar
caps. The mean and standard deviation from three independent experiments are shown. For each conditions a minimum of 100 cells were counted. The
p values of the difference between the indicated samples are indicated (Student t test).
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g008
Fig 9. ATM activation in JMJD6 defective cells. (A) Western blot analysis of ATM activation in response to IR (20 Gy 1h post IR) performed by the
detection of the phosphorylated form of ATM. The smaller bands induced upon irradiation are probably shorter forms of P-ATM. (B) Dependence on
ATM activity for the formation of nucleolar caps in response to IR. Cells were treated or not with the ATM inhibitor. A minimum of 100 cells were
counted for each condition in each independent experiment. Results are the mean +/- standard deviation from three independent experiments. The p
values of the difference between the indicated samples are indicated (Student t test).
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g009
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Our data suggest that JMJD6 function is intimately linked to the role of Treacle. Indeed, we
found a physical interaction between JMJD6 and TCOF1. Moreover, ChIP experiments indi-
cated that JMJD6 is present at rDNA before break induction, as is TCOF1 [28]. Finally, again
like TCOF1, we found that JMJD6 is important for the full recruitment of NBS1 in the nucleo-
lus (see our model in Fig 11). Interestingly, in the absence of JMJD6, transcription repression
at rDNA still occurs, indicating that there is enough NBS1 to mediate transcriptional repres-
sion. However, there are defects of NBS1-dependent processes, such as formation of nucleolar
caps.
Fig 10. NBS1 localization in nucleoli after DNA damage is dependent on JMJD6. (A) Representative images of U2OS
cells expressing NBS1-GFP after IR exposure (5 Gy). Insert showing the presence of NBS1 foci in nucleolus. Scale bar 5 μm.
(B) Quantification of the percentage of U2OS, JMJD6-KO and JMJD6-KO-complemented with wild type JMJD6 (KO
+WT) and JMJD6-KO-complemented with an inactive form of JMJD6 (KO+Mut) cell lines expressing NBS1-GFP that
exhibit NBS1 nucleolar foci without and after IR exposure. Results are the mean +/- standard deviation from three
independent experiments. In each independent experiment more than 100 transfected cells were counted for each point.
The p values of the difference to the U2OS cell line after IR are indicated (Student t test).
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g010
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Our data thus suggest that JMJD6 is specifically required for NBS1 to participate in DNA
repair processes occurring at the rDNA (Fig 10). Strikingly, we found that JMJD6 restricts the
TCOF1-NBS1 interaction but at the same time favours NBS1 recruitment to the nucleolus.
What could be the explanation for this apparent discrepancy? Our findings that JMJD6
decreases the interaction between NBS1 and TCOF1 suggests the existence of two pools of
Fig 11. Working model on the role of JMJD6 in rDNA breaks management. Upon induction of rDNA breaks in wild type cells (left), JMJD6 in association
with TCOF1 restricts the NBS1-TCOF1 interaction, allowing NBS1 to be available to initiate resection within the MRN complex and therefore leading to
nucleolar caps formation and faithful homologous recombination. In JMJD6-depleted cells (right), the NBS1/TCOF1 complex still forms, allowing
transcriptional repression, but nucleolar caps formation is defective, resulting in a genetic instability of rDNA arrays.
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008511.g011
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nucleolar NBS1, with JMJD6 controlling the repartition of NBS1 within these two pools.
Importantly, recent data show that resection initiated by the MRN complex, in which NBS1
participates, is required for nucleolar caps formation downstream of transcriptional inhibition
[12,30]. These results indicate that NBS1 has two separate functions upon DNA damage at
rDNA: one in physical association with TCOF1 for mediating transcriptional repression, and
the other one in the context of the MRN complex to initiate resection in the HR DNA repair
pathway. It is thus tempting to speculate that these two functions of NBS1 could be attributed
to the two pools of NBS1 we uncovered. It is possible that following NBS1 mobilization to
mediate transcriptional silencing, JMJD6 enzymatic activity is important to restrict the
TCOF1-NBS1 interaction, therefore allowing NBS1 to be available for the MRN complex and
downstream events. Proteins modifications by JMJD6 could be the molecular events that will
initiate repair of DSBs in nucleolar caps once transcription inhibition is achieved. Such a
model would additionally explain why JMJD6 catalytic mutant is recruited to breaks at rDNA
(via its association with TCOF1) while being defective in allowing NBS1 recruitment to the
nucleoli and downstream events.
NBS1 within the MRN complex is involved in the two main repair processes of DSB repair,
NHEJ and HR [32]. As discussed above, the MRN complex mediates DNA resection at DSBs,
a process which is required for nucleolar caps formation [30], probably explaining why nucleo-
lar caps formation is defective upon JMJD6 inhibition. However, it is also possible that NHEJ
is defective upon JMJD6 depletion. Indeed, we found that JMJD6 depletion affects NHEJ in
the nucleoplasm, as measured using a reporter substrate stably integrated in DNA but outside
the rDNA (Fig 2). Defects into the two main mechanisms of DSB repair in the nucleolus is
probably responsible for the genetic instability of rDNA arrays we observed in JMJD6 depleted
cells, with a decreased number of rDNA arrays and the appearance of complex rearrangements
of repeats (Fig 4).
The fact that actinomycin D treatment induces nucleolar caps led to the proposal that their
formation is a direct consequence of transcriptional inhibition [33]. However, we show here
an example of a protein whose depletion leads to the uncoupling between transcription inhibi-
tion and nucleolar caps formation, indicating that cap formation is an active process. Strik-
ingly, a similar conclusion was drawn from a recent study which shows that the LINC complex
is important for nucleolar caps formation downstream of transcriptional inhibition [30].
These observations indicate that the formation of nucleolar caps is not a consequence of tran-
scription inhibition per se but requires specific factors. We also found that rDNA transcription
is lower upon DNA break induction in JMJD6 depleted cells compared to control cells. This
could be due to a direct role of JMJD6 in allowing rDNA transcription recovery following DSB
repair by controlling the interaction between Treacle and NBS1. Note however that JMJD6 is
not absolutely required for rDNA transcription restart, since we found that 6 hours following
irradiation, rDNA transcription is back to normal in JMJD6 knock-down cells (Fig 7). Alterna-
tively, it may be the consequence of a role of JMJD6 in NHEJ-mediated repair of rDNA breaks,
since rDNA transcription silencing in response to DNA damage is exacerbated upon inhibi-
tion of NHEJ [9]. In addition, our mass spectrometry data reveal an interaction between
JMJD6 and PHRF1 in etoposide treated cells (see the complete list of JMJD6 interactors with
the link provided in Materials and Methods section). PHRF1 is known to influence DSB repair
by NHEJ and to interact with NBS1 [34]. How this would be related to the function of JMJD6
in nucleolar caps formation is unclear and could reflect independent roles of JMJD6 in the
management of DNA breaks occurring in rDNA.
Although we studied JMJD6 involvement in the repair of DSBs occurring in rDNA, we can-
not rule out that JMJD6 is also involved in the repair of damage occurring at other genomic
locations. Strikingly, such an effect was recently described by Huo et al. [23] However, we
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obtained results contradictory to them in particular concerning the sensitivity to IR in JMJD6
defective cells. This is probably due to the fact that we examined IR sensitivity in KO cells
whereas they used KD performed after siRNA. In addition, the phenotypes they observed are
independent of JMJD6 activity, whereas we demonstrate that JMJD6 activity is involved in
managements of rDNA breaks. Finally, they identified SIRT1 as interacting with JMJD6 that
we do not observe in our mass spectrometry data. Several reasons could explain this latter dis-
crepancy such as the use of overexpressed N-terminus Flag-tagged JMJD6 in Huo et al. study
whereas we use endogenously C-terminus Flag-Strep tagged JMJD6. Alternatively, the interac-
tion of SIRT1 is not stable enough or is not conserved in K562 cells in which we performed the
purifications of JMJD6-associated proteins. Whether JMJD6 plays a general role in DNA dam-
age response and/or repair, or whether it is important for repair of specific loci clearly merits
further investigations. Potential candidate loci could be DNA elements with features similar to
rDNA arrays, with a repetitive nature and requiring sequence conservation. In summary, we
identified here a new factor participating in the maintenance of rDNA integrity. The impor-
tance of such mechanism is highlighted by the increasing number of studies showing the
involvement of rDNA repeats integrity in a number of diseases such as cancer, neurological-




U2OS cell line, and subclones were cultured in DMEM medium supplemented with 10% foetal
calf serum, sodium pyruvate and antibiotics (penicillin/streptomycin) in a humidified atmo-
sphere with 5% CO2. K562 cell line was cultured in RPMI 1640 medium supplemented with
newborncalf serum. Flp-In T-REx HEK293 cell line was cultured in DMEM medium supple-
mented with 5% foetal calf serum, 5% cosmic calf serum and antibiotics (penicillin/streptomy-
cin) in a humidified atmosphere with 5% CO2.
Generation of JMJD6 deficient and tagged cell lines
U2OS cells were made defective for JMJD6 by using CRISPR technology as described in [24].
Homozygote knocked out cell lines were checked by sequencing and Western blot for JMJD6
expression. A KO cell line was transfected with a plasmid coding for a V5-tagged form of
JMJD6 (KO+WT) or a JMJD6 catalytically inactive form (H187A-D189A-H273A) (KO+Mut)
(gift of Dr M Le Romancer, Lyon, France) and stable clones selected in order to complement
the JMJD6 deficiency. A FLAG-Strep tag was inserted in K562 cells at the C-terminus of
JMJD6 using CRISPR technology as described [24,35]. For the BioID experiments HEK293
cells were used and constructs for the genes of interest were generated via Gateway cloning
into pDEST 3’ BirA�-FLAG-pcDNA5-FRT-TO as per [36] for JMJD6 (NM_001081461.1) and
TCOF1 (NM_001135243).
High throughput microscopy
U2OS cells (7500) were transfected with 10nM siRNA using INTERFERIN (Ozyme) according
to the manufacturer’s instructions and seeded in 96 well plates (Perkin Elmer). Two days after
transfection cells were exposed to ionizing radiation (8 Gy) then fixed with formaldehyde (4%
in PBS). Cells were permeabilized with triton X100 (0.5% in PBS) for 5 min, stained with
stained with γH2AX antibody (1/500) diluted in PBS-BSA 1% and Alexa Fluor 488 anti mouse
(Thermofisher). Acquisition was performed on at least 1000 cells per well (3 wells per
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condition) with 20X objective with Harmony Imaging Software 4.1 (Perkin Elmer). Image
analysis was pursued using Colombus 2.5.0 software (Perkin Elmer) to quantify γH2AX spot
intensity.
5FUrd incorporation measurement
Transcription of rDNA was monitored by revealing the incorporation of 5-Fluoro-Uridine in
Nascent RNA (5-FUrd, Sigma). Cells were incubated in presence of 2mM 5FUrd for 20 min-
utes followed by fixation in 4% FA (Sigma). They were permeabilized with triton X100 (0.5%
in PBS) for 5 min, then stained using an anti BrdU antibody (Sigma, B2531) and Alexa Fluor
488 anti mouse (Thermofisher) diluted 1/500 in PBS-BSA 1% and 0.4 U.mL-1 RNAsin (Pro-
mega). We visualized and quantified 5-FUrd incorporation by using high content imaging
device (OPERETTA, Perkin Elmer). All imunofluorescence steps were performed at 4˚C.
Image analysis was pursued using colombus software to measure 5-FUrd spot intensity.
Laser-induced DNA damage on living cells
The system used to perform laser-induced DNA damage has been previously described in
details in [37]. Briefly, the system is composed of an inverted microscope (DMI6000B; Leica)
equipped with a temperature controller and a CO2 flow system. DNA damage was generated
on nucleus with a green pulsed laser (532 nm). The beam was focused with a 100x NA 1.4
immersion objective (Leica). Images were acquired with a cooled charge-coupled device cam-
era (CoolSNAP HQ2). The system was driven by Metamorph software. U2OS cells were trans-
fected with plasmid expressing JMJD6-GFP in a 2-well chamber (Labtek) in 1 ml of OptiMEM
medium without red phenol. Images were recorded using the Metamorph software package
(MDS Analytical Technologies).
Detection of nucleolar caps
DIvA cells were seeded on glass coverslips, transfected with the different siRNA (10nM final
concentration) according to the manufacturer’s instructions with Jet PEI (Ozyme, France).
Two days later, cells were treated with hydroxy-tamoxifen during 4h to generate DNA DSB
[29]. Cells were fixed with formaldehyde (3.7% in PBS) permeabilized with triton X100 (0.5%
in PBS) for 5 min, washed, then non-specific binding saturated with PBS-BSA (3%) for 1h and
incubated with anti UBF antibody (1/500) in PBS-BSA 0.5% for 1h then with secondary anti-
body coupled to fluorophore (alexa 488) and stained with DAPI. In the case of ionizing radia-
tion exposure, cells were treated with 20 Gy and fixed 6h post IR exposure. When necessary
cells were treated with the ATM inhibitor (KU55933) (10 μM final concentration) 1h prior to
IR exposure.
Proximity Ligation Assay (PLA)
The cells were seeded onto glass coverslips, treated (5 Gy) fixed (1h post IR) with formalde-
hyde (3.7% in PBS) and the PLA assays (Duolink PLA technology, Sigma-Aldrich,
DUO92014) performed using manufacturer’s protocol with antibody staining performed as in
the standard immunofluorescence procedure with antibodies against V5 tag and Treacle or
NBS1 and Treacle.
Imaging
Images were collected with a microscope (DM5000; Leica) equipped with a charge-coupled
device camera (CoolSNAP ES; Roper Scientific) and a 100x objective (HCX PI APO ON:1.4–
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0.7) and SEMROCK filters. Acquisition software and image processing used the MetaMorph
software package (Molecular Devices). Confocal imaging was performed on LSM880 micro-
scope (Zeiss), Z-stacks of fluorescent images were captured and analyzed using ZEN software
with a 63x immersion oil objective (Plan-Apochromat ON:1.4).
Immublotting detection
Whole cell extracts were prepared in Laemmli buffer (Tris HCl 62.5mM, SDS1%, Mercap-
toethanol 5%, glycerol 25% and bromophenol blue). Samples were sonicated and heated at
95˚C for 5 minutes before their separation on a 4–15% gradient SDS PAGE gel (Biorad,
4–15%). Proteins were transferred from gel to nitrocellulose membrane using semi-dry
method. Once blocked in PBS-Tween (5%) plus 10% skimmed milk, membrane were firstly
immunoblotted with primary antibody diluted in 2% milk PBS-T (generally 1/1000 except for
anti H3 whose dilution used is 1/10000) at 4˚C overnight and finally immunobloted with sec-
ondary antibody coupled to HRP (Sigma) diluted in 2% milk PBS-T at room-temperature for
1 hour. After several washes in PBS-T, proteins were detected using ECL lumi-light plus
(Roche) and images acquired using camera system (Chemitouch Biorad).
Immunoprecipitations
Whole cell extracts were diluted in RIPA buffer and precleared with protein A beads (1h at
4˚C). Immunoprecipitations were performed by adding 1 μg of antibodies to precleared
extracts (4˚C overnight). A mixture of protein A/G beads were added for 1h at 4˚C. Beads
were washed three times with RIPA buffer and subjected to Western blotting.
Clonogenic assay
Cells were seeded at 500 cells per well in 6 well plates and let to attach overnight. Plates were
irradiated using a Biobeam 8000 (137Cs source) (Anexplo service, Rangueil, Toulouse, France).
Plates were kept in cell incubator for 10 days then stained with crystal violet. Colonies of more
than 50 cells were counted.
For purpose of testing cell sensitivity to DSB in rDNA, U2OS cells (1 x 106) were transfected
with siRNA (1μM) by electroporation (4D-Nucleofactor, Amaxa) and seeded at 1.105 cells per
well in 6-well plates. 48h after transfection, cells were transfected by JetPEI (Ozyme) according
to manufacturer’s instructions with either an empty px330 plasmid (Addgene) coding only for
Cas9 or a px330 plasmid coding for Cas9 and a sgRNA targeting rDNA [13], together with
px330 coding for a sgRNA targeting ATP1A1 gene together with a donor plasmid to generate
a mutated ATP1A1 gene coding for an ouabain insensitive Na+/K+ ATPase [24]. 48 hours after
plasmids transfection, ouabain (0.7 μM, Sigma, France) was added to the culture medium to
select transfected cells in which CRISPR-induced cleavage and mutation insertion happened.
Two weeks later cells were fixed and stained with crystal violet solution and the colonies
counted.
Affinity Purification and mass spectrometry analysis of endogenous JMJD6
interactome
K562 cells expressing 3xFLAG-2xStrep tag at the C-terminus of endogenous JMJD6 were
amplified (1.5 x109 cells), nuclear cell extracts prepared and used to perform tandem affinity
purification as described in [38].
Briefly, nuclear extracts [39] were adjusted to 0.1% Tween-20, and ultracentrifuged at
100,000 g for 45 min. Extracts were precleared, then 250 ul anti-FLAG M2 affinity resin
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(Sigma) was added for 2 hr at 4˚C. The beads were then washed in Poly-Prep columns (Bio-
Rad) buffer #1 (20 mM HEPES-KOH[pH 7.9], 10% glycerol, 300 mM KCl, 0.1% Tween 20, 1
mM DTT, Halt protease and phosphatase inhibitor cocktail [Pierce]) followed buffer #2 (20
mM HEPES-KOH [pH 7.9], 10% glycerol, 150 mM KCl, 0.1% Tween 20, 1mMDTT, Halt pro-
tease and phosphatase inhibitor cocktail [Pierce]). Complexes were eluted with buffer #2 sup-
plemented with 150 ug/ml 3xFLAG peptide (Sigma) for 1 hr at 4˚C. Next, fractions were
mixed with 125 ul Strep-Tactin Sepharose (IBA) affinity matrix for 1 hr at 4˚C, and the beads
were washed with buffer #2 in Poly- Prep columns (Bio-Rad). Complexes were eluted in two
fractions with buffer #2 supplemented with 2.5mM D-biotin, flash frozen in liquid nitrogen,
and stored at -80˚C. Typically, 15 ul of the first elution (3% of total) was loaded on NuPAGE
4%–12% Bis-Tris gels (Life Technologies) and analyzed by silver staining.
For mass spectrometry analysis, fractions were loaded on gel and migrated for about 1 cm,
then stained with sypro ruby red and a gel slice containing the entire fraction was cut for in-gel
trypsin digestion and analysis on a LC-MS/MS apparatus (Thermo scientific Orbitrap Fusion)
at the Proteomics Platform of the Quebec Genomics Center.
Proximity biotinylation assay (BioID):
Tetracycline-inducible HEK293 Flp-In T-REx cells stably expressing BirA�-FLAG-JMJD6 or
TCOF1 fusion protein were grown in 15 cm plates to 75% confluence, two plates per replicate.
Negative controls samples for BioID experiments were parental Flp-In T-REx HEK293 stable
cells expressing BirA�-FLAG fused a green fluorescent protein (GFP) as per [36]. The cells
were treated with 1 μg/μL of tetracycline for 20 hours and subsequently with 50 μM biotin for
4 hours while being incubated at 37˚C. Cells were concurrently treated with 20 uM etoposide,
or DMSO, with the biotin incubation. After treatments, cells were washed with fresh 1X PBS
and were lysed in 1.5 mL of RIPA lysis Buffer on ice. RIPA lysis buffer: 1% (v/v) NP-40, 0.1%
SDS, 50 mM Tris-HCl pH7.4, 150 mM NaCl, 0.5% (w/v) Sodium Deoxycholate, 1 mM EDTA;
supplemented with 1 mM DTT, 1mM PMSF (Bio Basic INC, PB0425) and 1X protease inhibi-
tor cocktail (SIGMA, P8340) prior to utilization. Samples were sonicated to shear the chroma-
tin (30 secs at power ~4 using Sonic Dismembrator 60 equipped with 1/8” probe) on ice.
Further, 250 units of turbonuclease were added and incubated on rotator for 1 hour at 4˚C.
The sample was centrifuged at 14,000 rpm for 20 min at 4˚C.
Streptavidin-based affinity capture of biotinylated proteins:
The Streptavidin Sepharose beads were washed twice in 1 mL of lysis buffer (60 μL of slurry
per sample). The beads were pelleted by centrifugation after each washing and were then incu-
bated with samples at 4˚C on rotator for 3 hours. The bound beads were pelleted by centrifuga-
tion and were washed twice with 1 mL of RIPA lysis buffer (without protease inhibitors) and
transferred to a new 1.5 mL Eppendorf tube to minimize background contaminants. Tubes
were centrifuged and the supernatants were discarded. The beads were washed 3 times with 1
mL of 50 mM Ammonium bicarbonate (ABC).
Sample preparation for LC-MS/MS analysis:
On-beads trypsin digestion: the beads were resuspended in 100 μL of 50 mM ABC and with
1μg of trypsin (resuspend in Tris-HCl pH 8.0). The samples were incubated overnight (~15
hours) at 37˚C with shaking with an extra 1μg of trypsin added subsequently for 2–4 hours to
insure complete digestion. Samples were gently centrifuged and the supernatant transferred in
new tubes. The beads were rinsed twice and the supernatant pooled.
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Peptides recovery and desalting
The peptide digestion was stopped by adding formic acid (from a 50% stock solution) to a final
concentration of 2%. Samples were dried in a Speed-Vac vacuum concentrator without heat.
The samples were desalted with C18 StageTips and sent for MS processing. The C18 StageTips
were prepared according to the published protocol by Rappsilber et al.[40]. Conditioning: The
disks were made wet by passing 20 μL of 100% methanol through the StageTip. Then, 20 μL of
buffer B (0.5% formic acid, 80% acetonitrile in water) was added to the StageTip and centri-
fuged (3000 rpm, 30 secs). Further, 20 μL of buffer A (0.5% formic acid in water) was added to
the StageTip and centrifuged (3000 rpm, 30 secs). The samples prepared for AP were directly
loaded to the C18-StageTips. For BioID, the dried samples were resuspended in 20μl of buffer
A before loading to the C18-StageTips. The tips were centrifuged at 3000 rpm for 3 min. The
C18-StageTips was washed twice with 20μl of buffer A at 3000 rpm for 3 min each time. The
sample was eluted by placing the C18-StageTips in a fresh tube and adding 20μl of buffer B.
The tubes were centrifuged at 3000 rpm for 30sec. The process was repeated 3 times. The elute
was dried using SpeedVac and sent for LC-MS/MS analysis.
Proteins identification by mass spectrometry
The analyses were performed at the proteomic platform of the Quebec Genomics Center. Pep-
tide samples were separated by online reversed-phase (RP) nanoscale capillary liquid chroma-
tography (nanoLC) and analyzed by electrospray mass spectrometry (ESI MS/MS). The
experiments were performed with a Dionex UltiMate 3000 nanoRSLC chromatography system
(Thermo Fisher Scientific) connected to an Orbitrap Fusion mass spectrometer (Thermo
Fisher Scientific) equipped with a nanoelectrospray ion source. Peptides were trapped at 20 ul
/ min in loading solvent (2% acetonitrile, 0.05% TFA) on a 5mm x 300 μm C18 pepmap car-
tridge pre-column (Thermo Fisher Scientific) during 5 minutes. Then, the pre-column was
switch online with a self-made 50 cm x 75 um internal diameter separation column packed
with ReproSil-Pur C18-AQ 3-μm resin (Dr. Maisch HPLC) and the peptides were eluted with a
linear gradient from 5–40% solvent B (A: 0,1% formic acid, B: 80% acetonitrile, 0.1% formic
acid) in 90 minutes, at 300 nL/min. Mass spectra were acquired using a data dependent acqui-
sition mode using Thermo XCalibur software version 3.0.63. Full scan mass spectra (350 to
1800m/z) were acquired in the orbitrap using an AGC target of 4e5, a maximum injection
time of 50 ms and a resolution of 120 000. Internal calibration using lock mass on the m/z
445.12003 siloxane ion was used. Each MS scan was followed by acquisition of fragmentation
spectra of the most intense ions for a total cycle time of 3 seconds (top speed mode). The
selected ions were isolated using the quadrupole analyzer in a window of 1.6 m/z and frag-
mented by Higher energy Collision-induced Dissociation (HCD) with 35% of collision energy.
The resulting fragments were detected by the linear ion trap in rapid scan rate with an AGC
target of 1E4 and a maximum injection time of 50ms. Dynamic exclusion of previously frag-
mented peptides was set for a period of 20 sec and a tolerance of 10 ppm.
Data Dependent Acquisition MS analysis
Mass spectrometry data was stored, searched and analyzed using the ProHits laboratory infor-
mation management system (LIMS) platform [41]. Thermo Fisher scientific RAW mass spec-
trometry files were converted to mzML and mzXML using ProteoWizard (3.0.4468;[42]. The
mzML and mzXML files were then searched using Mascot (v2.3.02) and Comet (v2012.02
rev.0). The spectra were searched with the RefSeq database (version 57, January 30th, 2013)
acquired from NCBI against a total of 72,482 human and adenovirus sequences supplemented
with “common contaminants” from the Max Planck Institute (http://141.61.102.106:8080/
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share.cgi?ssid=0f2gfuB) and the Global Proteome Machine (GPM; http://www.thegpm.org/
crap/index.html). Charges +2, +3 and +4 were allowed and the parent mass tolerance was set
at 12 ppm while the fragment bin tolerance was set at 0.6 amu. Carbamidomethylation of cys-
teine was set as a fixed modification. Deamidated asparagine and glutamine and oxidized
methionine were allowed as variable modifications. The results from each search engine were
analyzed through TPP (the Trans-Proteomic Pipeline (v4.6 OCCUPY rev 3)[43] via the iPro-
phet pipeline [44].
MS data archiving and availability
All MS files used in this study were deposited at MassIVE (http://massive.ucsd.edu) and at
ProteomeXchange (http://www.proteomexchange.org/). They were assigned the identifiers
MassIVE MSV000083409 and ProteomeXchange PXD012603.
Measurement of genetic instability at rDNA
Cells were seeded on glass coverslips and irradiated at 2 Gy and let recover for 24h before add-
ing colcemid (0.1 μg/ml) for 3h to enrich the cell population in metaphases. Then cells were
fixed with formaldehyde (3.7% in PBS) permeabilized with Triton X100 (0.5% in PBS) for 5
min, washed, then non-specific binding saturated with PBS-BSA (3%) for 1h and incubated
with anti UBF antibody (1/500) in PBS-BSA 0.5% for 1h then with secondary antibody coupled
to fluorophore (alexa 488) and stained with DAPI.
DNA FISH combing on ribosomal DNA
Cells were transfected with control siRNA (siCtrl), or two different siRNAs directed against
JMJD6 (siJMJD6-1 and siJMJD6-2) and 48h later induced or not for DSB by treatment with
OHTam during 24h. At the end of the treatment cells were harvested and included in low
melting agarose and sent to the Genomic Vision Company for combing and FISH. DNA fibers
stained as represented in Fig 4 were then detected using web interface provided by Genomic
Vision company. Identification and counting of rearrangement events were estimated using a
script designed to count the total number of rDNA units and assessing the the occurence of
changes when comparing one unit to the next. GitHub https://github.com/
LegubeDNAREPAIR/rDNA/blob/master/get_break_event.py
Chromatin Immunoprecipitation (ChIP)
Cells were double crosslinked with DMA (0.25%, 45 min), washed with PBS then with formal-
dehyde (1%, 20min) and ChIP was performed as described [45] using 200 μg of chromatin.
Briefly, nuclei were prepared and sonicated to obtain DNA fragments of about 500–1000 bp.
Following preclearing and blocking steps, samples were incubated overnight at 4˚C with spe-
cific antibodies (anti V5) or without antibody (mock) as negative control. Immune complexes
were then recovered by incubating the samples with blocked protein A/G beads for 2 h at 4˚C
on a rotating wheel. After extensive washing, crosslink was reversed by adding RNase A to the
samples and incubating overnight at 65˚C. After a 1h30 proteinase K treatment, DNA was
purified with the GFX PCR kit (Amersham), and analysed by Q-PCR on a CFX96 Real-time
system device (BioRad) using the IQ SYBR Supermix (BioRad Laboratories, Marnes-la-
Coquette, France), according to the manufacturer’s instructions. All samples were analyzed in
triplicates.
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DSB repair activity measurement
DSB repair activity in response to I-SceI endonuclease was performed as previously described
in U2OS cells harboring a substrate designed for recording homology driven DSB repair
[46,47] and in immortalized human fibroblasts, GCS5, harboring NHEJ substrate [47,48].
List of antibodies used
Anti JMJD6 (Santa Cruz, sc28349), anti UBF (Bethyl, A301-859A), anti histone H3 (Abcam,
Ab1791), anti BrdU (Sigma, B2531), anti gamma H2AX (Cell signaling, 9718(20E3)), anti
GAPDH (Chemicon, MAb374), anti myc (Santa Cruz, sc-40), anti Treacle (Santa Cruz,
sc374536), anti V5 (Cell Signaling, 12032), anti NBS1 (Sigma, PLA0179), anti phospho ATM
(S1981) (Cell signaling, 10H11.E12).Anti Rad51 (Millipore, PC130), Anti RPA S33 (Bethyl,
A306-246A-T)






sgRNA: JMJD6 tag: CCAGGTGACCCAGCAAGGCT
Statistical analysis
Data obtained with operetta device were analysed using Wilcoxon Mann-Whitney test. For
data with lower number of values a Student t test was performed (clonogenic assay).
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Investigation: Jérémie Fages, Catherine Chailleux, Jonathan Humbert, Suk-Min Jang, Jérémy
Loehr, Jean-Philippe Lambert, Yvan Canitrot.
Methodology: Yvan Canitrot.
Project administration: Didier Trouche.
Supervision: Jean-Philippe Lambert, Jacques Côté, Didier Trouche, Yvan Canitrot.
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Fig S1. Laser induced DNA damage on living cells.
A. U2OS cells expressing 53BP1-GFP. Dotted red line indicated laser irradiation. The time post irradiation
is indicated above images. B same as in A with cells expressing GFP protein. C. additional cells expressing
JMJD6-GFP as in Figure 1. D. MRC5 cells expressing JMJD6-GFP. E. Kinetic of JMJD6-GFP accumulation in














































Time (s) 0 12 60 120
E
Fig S2. JMJD6 recruitment at DSB assessed by ChIP
Chromatin immunoprecipitation (ChIP) in DiVA cell line transfected with tagged JMJD6-V5.
ChIP results are expressed as fold enrichment compared with signal obtained on beta-actin
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Fig S3: JMJD6 KO cell lines present increased sensitivity to ionizing radiations.
A. U2OS cells or two clones of U2OS cells inactivated for JMJD6 expression (KO and
KO#2) were exposed to ionizing radiations and subjected to a clonogenic assay. The mean
and standard deviation from three independent experiments are shown. B. Western blot
analysis for JMJD6 expression using JMJD6 and Histone H3 antibodies. The bar indicates
that the original image was cut. The stars indicate two non specific bands detected by the
anti-JMJD6 antibody. C. same as in A with JMJD6-KO cell line complemented with JMJD6.
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FigS4. Recruitment of JMJD6 Mutant at DNA damages.
U2OS cells expressing the inactive JMJD6-Mut-GFP. Dotted red line indicated laser irradiation.
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FigS5. JMJD6 colocalizes with Treacle in nucleolus.
(Right) Image of U2OS cells expressing V5-tagged-JMJD6 exposed to ionizing radiations at
5 Gy (1 h post-IR) analysed by confocal microscopy using anti-V5 and anti-Treacle
antibodies. Left) Confocal line profile showing fluorescence intensity for Treacle (red),
JMJD6-V5 (Cyan), and DAPI (white). Note the correspondence of the peaks of Treacle and
JMJD6 in DAPI low region corresponding to the nucleolus (between the red and blue vertical
lines).
Fig S6. TCOF1 expression and localisation are not altered in JMJD6 KO cells.
(A) RT-qPCR performed for the evaluation of mRNA level of XRCC4, ligaseIV and Rad51 after JMJD6 
depletion in U2OS cells. (B) Expression of TCOF1, NBS1 and JMJD6 in U2OS and JMJD6-KO cell lines
assessed by Western blot. (C) Immunofluorescence against Treacle was performed in the different cell
lines defective or not for JMJD6 expression.
DAPI
TCOF1
KO+Mut KO+WT KO U2OS
Fig S6D. TCOF1  and NBS1 co-localize in JMJD6 KO cells after rDNA-DSB induction.
JMJD6 KO cells were co-transfected with plasmids coding for NBS1-GFP and CRISPR-Cas9 inducing


























































































FigS 7. JMJD6 influences the NBS1-Treacle interaction.
Additional independent experiments from Figure 6 monitoring the NBS1-Treacle interaction 


































FigS8. JMJD6 colocalizes with Treacle and NBS1 in nucleolus. 
(Right) Image of U2OS cells expressing V5-tagged-JMJD6 transfected with NBS1-GFP and 
exposed to ionizing radiations at 5 Gy (1 h post-IR) analysed by confocal microscopy using
anti-V5 or anti-Treacle antibodies. (Left) Confocal line profile showing fluorescence intensity for 
Treacle (red), JMJD6-V5 (Cyan), NBS1-GFP (green) and DAPI  (white). Note the 
correspondence of the peaks of Treacle and JMJD6 and NBS1 in DAPI low region
corresponding to the nucleolus (between the red and blue vertical lines).
Fig S9. rDNA transcription in JMJD6-depleted MRC5 cells after rDNA DSB.
Specific rDNA DSB were induced using CRISPR-Cas9 in MRC5 cells depleted for JMJD6
Using siRNAs. 5-FUrd incorporation was detected by immunofluorescence after a 20 min
pulse  incorporation of 5-FUrd. In each point a minimum of 200 cells were analysed. 
The p values  for the difference between +/- rDNA DSB are : (A) 2.02.10-4; 3.95.10-4; 1.13.10-6























FigS10: cell cycle distribution of the JMJD6-KO cell lines and complemented cell
lines.
The cells were ethanol-fixed, then stained with propidium iodide and analysed by flow
cytometry. The repartition of the cells in the various phases of the cell cycle is




















FigS11: JMJD6 depletion affects nucleolar caps generation after ionizing
radiations exposure.
U2OS cells transfected with the indicated siRNA were irradiated (20 Gy) and fixed 6h post IR.
Quantification of nucleolar caps positive cells using UBF staining.
































































































IV. Résultats supplémentaires  
Nos résultats de criblage et de recrutement après laser semblent indiquer un rôle 
potentiel de JMJD6 dans la réponse aux dommages à l’ADN dans le nucléoplasme. Dans 
l’objectif d’étudier son impact sur l’un des deux mécanismes majeurs de la réparation 
des CDB, la HR, J’ai utilisé une lignée cellulaire U2OS ayant intégré en copie unique un 
substrat rapporteur d’évènement de réparation par HR d’une CDB créée par 
l’endonucléase I-SceI. C’est un substrat développé par Puget et collègues. Il contient 
deux gènes codant pour une GFP non fonctionnelle. L’un est interrompu par un site de 
restriction unique de l’enzyme I-SceI et l’autre gène est tronqué en 5’ et 3’. Si la 
réparation de la CDB induite par l’endonucléase implique le gène tronqué comme 
matrice, cela peut restaurer le gène codant pour une GFP fonctionnelle. L’homologie 
peut être trouvée au sein de la même chromatide ou sur la chromatide sœur. (Figure 
15A). Ainsi ces évènements de réparation par HR peuvent être observés par cytométrie 
en flux. Dans cette lignée, je dépléte l’expression de JMJD6 par ARNsi puis 24h plus tard 
je transfecte le plasmide codant pour l’endonucléase I-SceI. Je quantifie par cytométrie 
en flux 48h après induction des CDB le ratio de cellules positives en GFP par rapport aux 
cellules totales. Ce ratio équivaut à la fréquence relative de réparation de la CDB par HR. 
L’induction de la cassure par I-SceI induit comme attendu une augmentation de la 
fréquence de réparation par HR indiquant que le substrat fonctionne. La déplétion de 
JMJD6 n’altère pas cette fréquence de réparation par HR par rapport à la condition 
contrôle (Figure 15B). Cette absence d’effet ne peut pas être expliquée par une variation 
de l’expression d’I-SceI induit par la déplétion de JMJD6 comme le montre le westernblot 
en figure 15B. JMJD6 ne semble donc pas être impliquée dans la réparation par HR. Mais 
il existe un autre mécanisme majoritaire de réparation des CDB, le NHEJ. Afin d’étudier 
un effet probable de JMJD6 sur la réparation par NHEJ, j’ai utilisé un substrat rapporteur 
intégré dans la lignée cellulaire GC92, dérivée d’une lignée fibroblastique humaine 
























Figure 15: JMJD6 n’affecte pas la réparation des CDB par HR 
A. Représentation schématique du substrat intégré dans des cellules U2OS. B. 
Histogramme représentant la fréquence relative de réparation de CDB par HR 
dans des cellules déplétées en JMJD6 par ARNsi. Cette fréquence est le ratio du 
nombre de cellules GFP positives par rapport aux cellules totales obtenu par 
cytométrie en flux. Moyenne et écart-type calculés à partir des résultats issus de 4 
expériences indépendantes. C. Western blot illustrant l’expression d’I-sceI-myc et 






















Figure 16: JMJD6 affecte la réparation des CDB par NHEJ 
A. Représentation schématique du substrat intégré dans des cellules GC92. B. 
Histogramme représentant la fréquence relative de réparation de CDB par NHEJ 
dans des cellules déplétées en JMJD6 par ARNsi. Cette fréquence est le ratio du 
nombre de cellules GFP positives par rapport aux cellules totales obtenu par 
cytométrie en flux. Moyenne et écart-type calculés à partir des résultats issus de 3 
expériences indépendantes. Les valeurs p indiquées sont calculées par rapport à la 
condition contrôle à l’aide d’un test de student. C. Western blot illustrant 




Ce substrat consiste à un gène codant pour la GFP dont le cadre de lecture est décalé par 
la présence d’un codon start dans la séquence kozak en amont du gène. Cette séquence 
kozak est encadrée par des sites de restriction de l’enzyme I-SceI. La réparation par 
NHEJ des CDB induites par I-SceI peut restaurer l’expression de la GFP si la religation 
des extrémités de la cassure exclue la cassette kozak (Figure 16A). De façon similaire à la 
lignée rapporteuse de la réparation par HR, on transfecte les cellules avec les mêmes 
vecteurs puis on quantifie la fréquence relative de réparation par NHEJ en repérant les 
cellules positives à la GFP par cytométrie en flux. Le substrat est fonctionnel selon 
l’augmentation observée de la fréquence de réparation par NHEJ des cassures induites 
par I-SceI. En revanche, la déplétion de JMJD6 diminue significativement cette fréquence 
par rapport au contrôle (Figure 16B). Cette diminution n’est pas due à un défaut 
d’expression d’I-SceI dans ces cellules (Figure16C). L’ensemble de ces données suggère 
que JMJD6 est impliquée dans la réparation par NHEJ des cassures générées dans le 














Suite à un crible, nous avons identifié l’implication de l’histone déméthylase JMJD6 
dans la réponse aux dommages à l’ADN et la survie cellulaire après irradiation. Au cours 
de ma thèse, j’ai mis en évidence la participation, jusque-là inconnue, de l’arginine 
déméthylase JMJD6 dans la réponse au dommage à l’ADN ribosomique ainsi que sa 
stabilité génétique. Lors de l’introduction de dommage par laser micro-irradiation dans 
le nucléole, JMJD6 y est quasi-instantanément recrutée. Elle s’y relocalise afin de 
participer à la réponse au dommage et sa délétion affecte la survie globale des cellules 
U2OS à des dommages induit spécifiquement dans l’ADNr. Pendant la signalisation des 
dommages à l’ADNr, elle n’est pas impliquée dans la répression transcriptionnelle de 
l’ARN pol I. Cependant, elle contribue à la relocalisation des NOR dans les « nucleolar 
caps » où a lieu la réparation par HR. Des pertes de copies de l’ADNr et des 
réarrangements au sein des NOR observés en absence de JMJD6 pourraient être la 
conséquence de l’absence de formation des nucleolar caps. Ainsi JMJD6 participe au 
maintien de la stabilité de la région de l’ADN ribosomique. Pour remplir cet objectif, il 
collabore étroitement avec Treacle pour moduler la localisation et le rôle de NBS1 dans 
le nucléole. Je vais débuter cette discussion par la réponse aux dommages à l’ADN dans 
le nucléole puis discuter du rôle de JMJD6 dans la SDA en dehors du nucléole, puis des 
activités enzymatiques de JMJD6 et je terminerai sur JMJD6 et les pathologies. 
I. Réponse aux dommages dans le nucléole 
Mes travaux suggèrent que JMJD6 contrôle l’interaction Treacle-NBS1 afin de 
promouvoir la formation des « nucleolar caps », mais aussi que JMJD6 favoriserait le 
recrutement de NBS1 dans le nucléole en réponse au dommage. Il est légitime de 
s’interroger sur la nature et les conséquences de l’interaction entre JMJD6 et Treacle. 
C’est pourquoi il serait intéressant de déterminer si Treacle est un substrat de JMJD6 et 
si une régulation post-traductionnelle serait responsable de la continuité de la SDA vers 
la formation des « nucleolar caps ». Il est difficile de départager entre les 3 activités 
enzymatiques de JMJD6 puisqu’elles sont exécutées par le même domaine. Comme il n’y 
a aucune annotation dans les bases de données sur une quelconque arginine méthylée, 
phosphotyrosine ou lysine hydroxylée, il faudrait réaliser la réaction enzymatique entre 
les 2 protéines in vitro puis analyser avec une stratégie « top-down » les produits de la 
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réaction par spectrométrie de masse. Une fois le résidu et la modification identifiés, on 
pourrait muter le résidu endogène via le système CRISPR dans une lignée cellulaire puis 
observer les conséquences de celle-ci sur le recrutement de NBS1 dans le nucléole, 
l’inhibition de la transcription dépendante l’ARN pol I et la formation des « nucleolar 
caps ».  
JMJD6 est recrutée au dommage dans le nucléole, bien que son recrutement ne 
soit pas visible à la cassure par ChIP malgré sa présence en condition basale sur l’ADNr. 
Comme explicité dans l’article, cela peut être dû à un recrutement transitoire de JMJD6 
ou bien que JMJD6 joue un rôle dans des complexes aux alentours de la cassure ou bien 
encore que beaucoup de protéines nucléolaires sont recrutées aux dommages et 
masquent l’éitope de JMJD6. Afin de vérifier par une autre méthode le recrutement de 
JMJD6, on pourrait utiliser la technique de DI-PLA (DNA induced Proximity ligation 
assay) (Galbiati and d’Adda di Fagagna, 2019). C’est une technique classique de PLA 
entre une protéine d’intérêt et un oligo de liaison biotinylé et ligaturé à l’extrémité d’une 
CDB. 
a. Contrôle de la transcription de l’ADN ribosomique en réponse aux 
dommages 
Les mécanismes moléculaires de l’inhibition de l’ARN pol I en réponse au 
dommage à l’ADNr sont peu connus. L’arrêt de transcription est dépendant d’ATM. La 
détermination de ses substrats jouant un rôle permettrait de savoir si la réponse au 
dommage dans l’ADNr implique une signalisation spécifique au nucléole ou bien 
similaire à celle mise en place pour les dommages générés dans le reste du génome. Pour 
répondre à cette question, on pourrait rajouter une étiquette Bir-A à ATM puis faire un 
BioID en réponse à des dommages induit spécifiquement dans l’ADNr (versus absence de 
dommage versus dommage dans le nucléoplasme) et cribler parmi les substrats 
potentiels ceux qui sont nécessaires pour la répression transcriptionnelle de l’ARN pol I. 
Le domaine protéique BirA va permettre de biotinyler toutes les protéiques dans un 
rayon de 10nm  (Trinkle-Mulcahy, 2019). On pourrait également fusionner cette 
étiquette à une des sous-unités de l’ARN pol I et déterminer quelles sont les protéines 
interagissant avec le complexe de transcription qui potentiellement moduleraient leur 
activité. Cela permettrait d’avoir une compréhension mécanistique de la répression 
transcriptionnelle en réponse au dommage.  
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b. Formation des « nucleolar caps » 
De même, les mécanismes de formation du « nucleolar caps » sont méconnus. 
Leur étude pose un véritable défi technique à cause du contexte nucléolaire. En effet, il 
n’est pas possible de réaliser une seule coupure à l’aide d’un site de restriction unique 
car un grand nombre de copies de l’ADNr existe. 
Le « nucleolar cap » contient non seulement toute la région d’1 NOR, mais aussi 
des protéines des régions FC et DFC. On pourrait penser que l’ADNr devrait être plus ou 
moins condensé dans le « nucleolar cap ». De plus, on retrouve après traitement à 
l’actinomycine D la formation d’hétérochromatine dans la proximité du « nucleolar cap » 
(Shav-Tal et al., 2005).  Comme la junction distale est l’ancre du « nucleolar cap » 
(Floutsakou et al., 2013) et qu’il semble que le « nucleolar cap » fusionne avec 
l’hétérochromatine périnucléolaire (Tchelidze et al., 2017), la compaction de la 
chromatine pourrait jouer un rôle afin d’extirper d’ADNr du nucléole pour le concentrer 
dans un « nucleolar cap ». Un tel mécanisme nécessiterait également de la décaténation 
puisque l’ADNr des différents NOR est entrelacé dans le nucléole (Potapova et al., 2019). 
Afin de savoir si la compaction est impliquée, on pourrait regarder les marques 
d’hétérochromatine comme H3K9 triméthylée par ChIP. Cependant on ne pourra pas 
distinguer l’ADNr lésée du non lésée.  
On pourrait également s’intéresser au rôle potentiel des condensines dans ce 
processus sachant qu’elles jouent un rôle essentiel dans la condensation des 
chromosomes lors de la mitose. Il a été préalablement montré chez la levure que lors de 
l’inhibition de la transcription par la rapamycine, la condensine est capable de se lier à 
l’ADNr (Wang et al., 2006). Une autre étude faite chez la levure également montre un 
rôle de la condensine dans la préservation de l’intégrité de l’ADNr lors de l’interphase 
(Tsang et al., 2007a, 2007b). Chez les vertébrés, la condensine I est séquestrée dans le 
cytoplasme et interagit avec les chromosomes lors de la métaphase alors que la 
condensine II est nucléaire pendant l’interphase. De plus, on retrouve dans les résultats 
du BioId JMJD6, réalisé par nos collaborateurs Jacques Côté et collègues, une des sous-
unités du complexe de condensine II parmi ses interacteurs. Il serait intéressant 
d’étudier s’il y a épistasie entre JMJD6 et la condensine II sur la formation du « nucleolar 
cap ». Il serait également intéressant de mesurer par ChIP si la condensine II interagit 
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avec l’ADNr après dommage induit spécifiquement dans l’ADNr dans des cellules 
synchronisées en phase G1/S.  
La formation du « nucleolar cap » est nécessaire pour réparer les dommages de 
l’ADNr et permet de maintenir l’intégrité de cette région. JMJD6 semble directement ou 
indirectement impliquée dans la formation des « nucleolar caps » en présence de 
dommages exogènes et endogènes. Cela montre l’importance de ce processus pour la 
région de l’ADNr soumis à de nombreux dommages endogènes. Nos données de « DNA 
FISH combing » montrent que les réarrangements en absence de JMJD6 sont plus 
fréquents par rapport à la condition contrôle. Il serait intéressant d’étudier les 
mécanismes de réparation impliqués dans la réparation des dommages à l’ADNr en 
absence de JMJD6. L’absence de formation de « nucleolar caps » suggère l’absence de 
réparation par HR puisqu’elle semble avoir lieu spécifiquement dans le « nucleolar cap ». 
Bien qu’on ne puisse pas exclure l’occurrence de la HR dans le nucléole en absence de 
JMJD6. De plus, nous observons que JMJD6 est impliquée dans la réparation par NHEJ 
des CDB induit dans le nucléoplasme (Figure 16B). JMJD6 pourrait donc être impliquée 
dans la réparation par NHEJ dans le nucléole qui est également le mécanisme majoritaire 
de réparation de l’ADNr (Harding et al., 2015). L’ensemble de ces données suggère un 
défaut de réparation par NHEJ et de HR des CDB générées dans l’ADNr en l’absence de 
JMJD6. La NHEJ pourrait être relayée par des mécanismes dépendant de la résection 
comme la NHEJ alternative ou le SSA ou la HR. La résection au cours de la réparation 
pourrait être visualisée par un marquage contre RPA dans le nucléole dans un contexte 
de dommage créé spécifiquement dans l’ADNr. Il serait également intéressant d’étudier 
l’interaction épistatique ou synergique entre JMJD6 et les mécanismes de réparation sur 
la survie cellulaire et l’intégrité de l’ADNr. Pour cela, des études de survie par clonogénie 
pourraient être réalisées dans des lignées cellulaires déficientes en NHEJ ou HR, dans 
lesquelles des DSB sont induites dans l’ADNr. Si la létalité synthétique s’avère 
intéressante, on pourrait envisager de développer des inhibiteurs spécifiques de JMJD6 
afin de les employer pour de nouvelles stratégies thérapeutiques anticancéreuses. Il 
serait en effet intéressant de cibler les protéines intervenant spécifiquement dans la 
maintenance des régions ribosomiques dans les cancers car les cellules cancéreuses 
sollicitent énormément les ribosomes pour soutenir la prolifération et le 
renouvellement protéique incessant.  
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II. Rôle de JMJD6 dans la SDA nucléoplasmique 
On a identifié JMJD6 au cours d’un criblage en réponse aux radiations ionisantes. 
On a observé que la persistance de l’intensité des foyers γ-H2AX était perceptible dans le 
noyau 1h et 6h après irradiation dans les cellules U2OS déplétées de JMJD6. J’ai 
également pu observer le recrutement de JMJD6-GFP (sauvage et mutant) au dommage 
induit par laser dans le nucléoplasme. Cependant, je ne l’ai pas observé 
systématiquement dans toutes les cellules, la surexpression de JMJD6-GFP aurait pu 
masquer le recrutement de cette dernière. L’ensemble de ces données suggèrent un rôle 
de JMJD6 dans la réponse au dommage à l’ADN en dehors du nucléole. Des travaux ont 
été publiés récemment sur l’implication de JMJD6 dans la SDA ayant lieu dans le 
nucléoplasme (Huo et al., 2019). Ils montrent que JMJD6 est recrutée au dommage afin 
de déacétyler H4K16Ac via le recrutement de l’histone déacétylase SIRT1 dans 
l’entourage de la CDB. Ils montrent également que le défaut de JMJD6 promeut la 
réparation des CDBs par NHEJ et HR en utilisant des lignées rapporteuses.  J’ai 
cependant obtenu certaines données contradictoires avec cette étude. Huo et al 
observent que la déplétion de JMJD6 provoque une augmentation significative du 
nombre de foyer γ-H2AX 8h après 10Gy comparée à la condition contrôle. Nous 
observons un phénotype similaire au cours de notre criblage. Cependant, l’utilisation de 
lignées cellulaires pour mesurer l’efficacité de la réparation par HR et le NHEJ donnent 
des résultats différents des nôtres alors que nous avons utilisé les mêmes lignées 
rapporteuses. Dans leur cas la déplétion de JMJD6 altère significativement la réparation 
par NHEJ et non par HR. Ils observent également une résistance accrue des cellules 
U2OS déplétées pour JMJD6 par ARN interférant. Une des explications à ces différences 
pourrait être des effets non spécifiques de leur contrôle d’ARN interférant (ARNsi). Une 
façon de le savoir serait de comparer la condition contrôle (siControle plus I-SceI) à une 
condition (agent de transfection des siRNA plus I-SceI) dans les expériences réalisées 
avec les lignées raporteuses pour la NHEJ et la RH. De plus, dans nos expériences de 
purification par affinité suivi d’une analyse par spectrométrie de masse ou de BioID 
JMJD6 nous n’avons identifié SIRT1 parmi les partenaires de JMJD6, mais cela peut être 
dû à la position de l’étiquette fusionnée à JMJD6. Dans notre cas en position C terminale 
alors que dans l’étude de Huo et collègues l’étiquette se trouve en position N terminale. 
97 
 
Il serait tout de même intéressant de poursuivre l’étude du rôle de JMJD6 dans la 
réponse au dommage induit dans le nucléoplasme. Nos résultats de clonogénie montrent 
que l’activité enzymatique de JMJD6 est requise pour la mise en place d’une réponse 
efficace au radiation ionisante. On pourrait regarder par ChIP si JMJD6 est recrutée au 
CDB réparé préférentiellement par NHEJ dans la lignée U2OS DiVA (Aymard et al., 2014; 
Iacovoni et al., 2010). De plus, parmi les partenaires de JMJD6, on retrouve l’ubiquitine 
ligase PHRF1 dont l’implication dans la réparation par NHEJ a été déjà montrée (Chang 
et al., 2015). Le rôle de JMJD6 dans la NHEJ pourrait passer par le recrutement de cette 
protéine. 
La réalisation du BioOD JMJD6 a permis d’identifier 5 ARN hélicases (DDX41, DDX46, 
DHX16, DHX8 et AQR) dont certaines protéines de cette famille sont impliquées dans la 
résolution ou la promotion des R-loops comme DHX9 (Chakraborty et al., 2018). La 
RNA/DNA hélicase sénataxine (SETX) est également présente dans le BioID et cette 
dernière a récemment été identifiée pour son implication dans la résolution des R-loops 
en réponse aux CDB (Cohen et al., 2018). On pourrait ainsi explorer un rôle potentiel de 
JMJD6 dans la formation ou la résolution des R-loops via ses interactions avec ces ARN 
hélicases et sa proximité avec les ARN en cours de transcription. Pour cela, on pourrait 
quantifier par immunofluorescence la quantité d’hybride ARN-ADN dans des conditions 
où JMJD6 est déplétée. On pourrait également faire dans ces conditions un DRIP-seq 
(DNA-RNA immunoprecipitation) afin de répondre à cette question. 
III.  Activité enzymatique de JMJD6 
a. JMJD6 et l’activité tyrosine kinase 
La phosphorylation de la tyrosine 39 se déroule en amont et favorise celle de la 
serine 139 (Liu et al., 2016). Cette phosphorylation serait exécutée par JMJD6 (Liu et al., 
2017). Cette activité tyrosine kinase est surprenante car elle n’a aucune base structurale, 
de plus, les auteurs n’ont examiné cette phosphorylation qu’in vitro et il manque des 
preuves de cette phosphorylation in vivo. Ils auraient pu étudier cette phosphorylation 
en surexprimant les différents mutants de JMJD6 dans la lignée KO pour JMJD6 qu’ils ont 
générés. Les co-immunoprécipitation réalisées entre H2AX et les différents mutants 
auraient pu révéler la présence de cette phosphorylation. Les autres études sur la 
phosphorylation H2AX tyr39 par JMJD6 n’implique qu’une corrélation entre les deux. En 
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effet les auteurs observent la présence ou l’absence de cette phosphorylation dans des 
conditions où respectivement ils sur-expriment ou sous-expriment JMJD6 (Ge et al., 
2019; Li et al., 2019). L’implication directe de JMJD6 dans cette phosphorylation ne 
pourrait être qu’in vitro et indirecte in vivo. Les résultats de Liu et collègues sont 
contradictoires avec les résultats de notre criblage ainsi qu’un autre groupe (Huo et al., 
2019) puisque nous observons une augmentation du signal γ-H2AX en absence de 
JMJD6. Cette activité kinase ne semblerait pas expliquer le phénotype que nous avons 
observé pour la génération de γ-H2AX en réponse aux dommages.  
b. L’hydroxylation par JMJD6, une nouvelle PTM ?  
L’activité enzymatique de JMJD6 est requise pour moduler l’interaction NBS1-
Treacle ainsi que le recrutement efficace de NBS1 dans le nucléole en réponse au 
dommage. Elle n’est toutefois pas nécessaire pour le recrutement de JMJD6 aux 
dommages. Cependant on peut se demander quelle est l’activité enzymatique qui 
confère à JMJD6 son rôle dans la réponse aux dommages à l’ADN. L’hydroxylation et la 
déméthylation fonctionnent avec les mêmes co-facteurs rendant complexe la tache de 
les différencier via un test de réaction colorimétrique ou bioluminescente qui détecte la 
formation du succinate. L’étude des modifications post-traductionnelles des substrats de 
JMJD6 exige impérativement la combinaison d’approches biochimiques suivis d’analyse 
par spéctrométrie de masse à partir d’échantillon réalisé in vitro ou in vivo.  
Depuis la découverte de l’hydroxylation en 1967, elle est désormais établie 
comme une marque de régulation post-traductionnelle. Par exemple la protéine HIF1α 
(Hypoxia inducible factor) est hydroxylée sur sa proline 564 par une prolyl C-4 
hydroxylase. Le résidu hydroxylé augmente l’affinité d’HIF1α avec la protéine von 
Hippel-Lindau, qui constitue un complexe d’ubiquitine ligase et son ubiquitinylation 
entraine sa dégradation (Hon et al., 2002; Huang et al., 1998). C’est donc une régulation 
supplémentaire d’HIF1α afin de l’activer en condition hypoxique car en absence 
d’oxygène, co-facteur de la réaction, l’hydroxylation ne peut plus être réalisée. Mais de 
nombreux résidus peuvent être hydroxylés de plusieurs façons (Prolyl C-3 
hydroxylation ; Prolyl C-4 hydroxylation ; Lysyl C-5 hydroxylation ; Asparaginyl 
hydroxylation) (pour revue : (Schofield and Murray-Rust, 2006)). Le rôle de 
l’hydroxylation par JMJD6 n’est pas clairement établi, le résidu hydroxylé pourrait 
permettre la mise en place d’une plateforme de recrutement en étant reconnu 
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spécifiquement par d’autres protéines. Comme Schofield et collègues l’ont démontré in 
vitro utilisant des peptides d’histones, l’hydroxylation de la lysine en C-5 l’empêche 
d’être modifiée par l’acétylation ou la méthylation. Cette hydroxylation permettrait, 
outre le rôle potentiel de marque de recrutement, de verrouiller une lysine afin que 
celle-ci ne puisse plus être modifiée. Mais contrairement à d’autres modifications des 
histones, il n’est pas encore connu si l’hydroxylation de la lysine en C-5 est réversible. Si 
tel est le cas, sa réversion nécessiterait la traduction d’une nouvelle protéine et son 
incorporation dans le nucléosome.  
Au cours de notre criblage, nous avons identifiés d’autres HDM maintenant 
caractérisées pour leur activité hydroxylase (MINA, KDM8). L’étude de leur rôle dans la 
réponse aux dommages serait pertinente. L’une est une prolyl hydroxylase et l’autre est 
une histidyl hydroxylase. En prenant en compte JMJD6, de nombreux résidus peuvent 
être hydroxylés en réponse aux dommages. Il serait intéressant d’étudier globalement le 
rôle de l’hydroxylation dans la réponse aux dommages. L’hydroxylation pourrait être 
une PTM pour recruter avec plus d’affinité des protéines spécifiques afin d’avoir une 
signalisation efficace ou elle pourrait permettre de verrouiller certaines fonctions des 
protéines en empêchant celles-ci d’être modifiées.   
IV.  JMJD6 et pathologies 
En cherchant dans la base de données BioMuta, je n’ai retrouvé aucune mutation 
ponctuelle de JMJD6 associée à des pathologies autre que le cancer. Malgré cela, JMJD6 
pourrait être associée à d’autres pathologies car l’ensemble des mutations présentées 
proviennent de base de données de mutation ponctuelle retrouvée exclusivement dans 
le cancer comme COSMIC, TCGA ou ICGC. Dans la littérature, JMJD6 pourrait être un 
oncogène mais l’activité enzymatique ou l’absence d’activité enzymatique requise pour 
la promotion de la tumorigenèse est encore inconnue. Cependant chacune des trois a été 
corrélée à la promotion tumorale. Les mutations ponctuelles retrouvées n’étant pas 
inactivatrices, il serait intéressant d’étudier le rôle de celles-ci dans la fonction de JMJD6. 
Certaines pourraient, par exemple, favoriser une interaction avec certains substrats et 




4. Conclusion Générale 
Mes travaux de thèse ont permis de mettre en évidence pour la première fois un rôle 
de JMJD6 dans la réponse aux dommages à l’ADN ribosomique afin d’en préserver 
l’intégrité génétique. En effet, elle est rapidement recrutée dans le nucléole afin de 
participer à la réorganisation du nucléole qui aboutit à la formation du « nucleolar cap ». 
C’est le lieu où la réparation de l’ADN ribosomique par recombinaison homologue 
semble se réaliser. De plus, JMJD6 n’est pas impliquée dans la répression 
transcriptionnelle précédant la formation du « nucleolar cap ». Cela suggère un 
découplage de l’un et l’autre, ce qui est en opposition au dogme admis jusqu’à présent. 
Par ailleurs, le rôle de JMJD6 semble impliquer en réponse aux dommages à l’ADN 
ribosomique dans la modulation de l’interaction entre NBS1 et Treacle ainsi que 
participer au recrutement de NBS1 dans le nucléole.    
L’ensemble de mes travaux apporte de nouveaux éléments sur le maintien de 
l’intégrité génétique de l’ADN ribosomique et ouvrent de nouvelles perspectives pour 
l’étude de cette région du génome difficile à étudier du fait de sa répartition sur 
plusieurs chromosomes en de nombreuses séquences répétées de grande taille. De plus, 
l’activité hydroxylase de JMJD6 ouvre la voie à la caractérisation d’une nouvelle PTM 
potentiellement importante pour la réponse aux dommages à l’ADN, peut être spécifique 
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6. Annexe  
Matériel et méthode des substrats de mesure de HR et NHEJ : 
2.105 cellules U2OS ou GC92 ont été transfectées avec des ARNsi (10nm) à l’aide de 
l’agent de transfection INTERFERIN (Ozyme) selon leur instruction, puis elles ont été 
ensemencées dans des boites de pétri (100mm de diamètre). 24h après, j’ai transfecté 
1µg de plasmides codant pour I-SceI-myc via l’agent de transfection JETPEI (Ozyme) en 
suivant les conseils du fournisseur. L’expression de l’enzyme a été permise pendant 48h,  
puis les cellules ont été trypsinées puis culottées avant d’être passées au cytomètre. 200 
000 cellules au totales ont été comptabilisés afin d’obtenir la fréquence relative des 
évènements HR ou NHEJ. 
